





















































































































































































and  language  impairment,  disordered  cognitive  function  as  well  as  other  neuropsychiatric 









and occipital association  cortices, and  certain  subcortical nuclei projecting  to  these  regions; with 
the hippocampus  and entorhinal  cortex being  the  first  affected  regions  (Gomez‐Isla et  al., 1996; 
Selkoe, 2001). Loss of brain weight is mainly caused by the shrinkage and loss of neuronal processes   
(Gomez‐Isla et al., 1996; Selkoe, 2001). Neuronal synapses and dendrites are particularly vulnerable 
to AD.  Loss  of  synapses  and  dendritic  spines  correlates with  cognitive  decline  in AD  (Palop  and 
Mucke, 2010).  
 







Neuropathologically, AD  is  characterized  by  the  combined  accumulation  of  extracellular  amyloid 




(Kopke  et  al.,  1993).  The  tau  levels,  especially  p‐tau,  are  strongly  increased  in  AD  brains  as 
compared to age‐matched control brains (Khatoon et al., 1992).  
Amyloid plaques  and neurofibrillary  tangles  can occur  independently of each other  (O'Brien  and 
Wong,  2011;  Selkoe,  2001).  Tau  aggregate‐composed  tangles  have  also  been  described  in more 
than a dozen less common neurodegenerative diseases that lack Aβ deposits and neuritic plaques. 




normal‐aged humans  in  the  virtual absence of  tangles  (Selkoe, 2001).  In addition,  there are also 
infrequently AD cases with only few NFTs the neocortex, despite abundant Aβ plaques (Terry et al., 
1987). 
AD  is  categorized  into early‐onset AD  (EO‐AD; <65  years)  and  late‐onset AD  (LO‐AD;  >65  years). 
They both exhibit progressive cognitive decline, amyloid plaques and neurofibrilary tangles (NTFs) 
(Lee et  al., 2011b).  They  also  share other neuropathological  features  including defects  in  axonal 
transport, loss of synapses and selective neuronal death (Goldstein, 2012; Holtzman et al., 2011). 
1.1.1. Early‐onset familial AD 
















Moreover,  hypertension,  diabetes,  obesity  and  environmental  factors  such  as  head  injury,  low 
education, also  increase the risk of developing AD (Rosendorff et al., 2007; Van Den Heuvel et al., 
2007). However, the relative contribution of these factors to the risk for AD remains controversial 
(Daviglus  et  al.,  2010).  The major  genetic  factor  for  LO‐AD  is  Apolipoprotein  E4  (ApoE4)  allele 
(Caselli et al., 2011; Haan et al., 1999).  
In  the brain, ApoE  is expressed predominantly by  astrocytes  and microglia  (Grehan et  al., 2001; 





is strongly  related  to  increased Aβ accumulation and  increased amyloid plaque  formation  (Huang 
and Mucke,  2012; Mahley  et  al.,  2006).  Indeed,  the  crossing  between APP‐transgenic  (Tg) mice 
(PDAPP and Tg2576 models) that develop Aβ deposition in the brain with ApoE‐/‐ mice led to less Aβ 
deposition and a strong decrease in amyloid plaque load (Bales et al., 1999; Holtzman et al., 2000). 







Besides  its  critical  role  in AD, ApoE  has  also  a  potential  role  in  other  neurological  diseases  and 
traumatic brain  injury  (Mahley et al., 2006).  In the brain, ApoE  is a major  lipid transporter. ApoE‐
containing  lipoproteins have been proposed to play a role  in reverse cholesterol transport, deliver 
cholesterol  and  other  lipids  to  neurons  to  support  synapses,  thereby  affecting  CNS  lipid  and 
cholesterol  homeostasis.  Their  receptors  belong  to  the  low‐density  lipoprotein  receptor  (LDLR) 




et al., 2001). Additionally,  the  role of ApoE  in  the CNS  is particularly  important  in  relation  to  the 
function of the cholinergic system which relies to a certain extent on the  integrity of phospholipid 
homeostasis in neurons (Poirier, 1996). 
Lipid  metabolism  has  been  shown  to  play  important  role  not  only  in  AD,  but  also  in  other 




Particularly,  impairment  of  degradation  and  transport  of  cholesterol  and  sphingolipids  in  endo‐
lysosomal  compartments  are  the  cause  of many  neurodegenerative  diseases  (Settembre  et  al., 
2008).  Furthermore,  neurodegeneration  diseases  share  pathological  similarities with  AD  such  as 
extensive  neurodegeneration,  intracellular  tau  protein  aggregates  and  neuroinflammation 
(Jeyakumar et al., 2003; Rojo et al., 2008).  In addition, the generation Aβ takes place  in endocytic 
compartments  (Greenfield  et  al.,  1999;  Haass  et  al.,  1993a),  suggesting  the  involvement  of 





single‐pass  transmembrane  proteins  with  large  extracellular  domains  and  short  intracellular 
domains that are posttranslationally modified and processed in a similar manner (Bayer et al., 1999; 
Selkoe,  2001).  The  APP  gene  is  located  on  human  chromosome  21  and  contains  19  exons. 
Alternative splicing of the APP mRNA generates three main isoforms, APP695, APP751 and APP770 
(according to the number of amino acids), in which APP695 is predominantly expressed in neurons 









1998; Roch et al., 1994). By extension,  injection of APP RNAi  into embryonic  rodents  resulted  in 
abnormalities in neuronal migration (Young‐Pearse et al., 2007). However, deletion of APP in mice is 
not deleterious to the adult animal (O'Brien and Wong, 2011). Duplication of APP gene or trisomy of 











Figure  1.2:  Proteolytic  prcessing  of  APP.  APP  can  be  processed  in  either  a  non‐amyloidogenic  or  an 
amyloidogenic pathway. The non‐amyloidogenic pathway  involves α‐ and γ‐secretase processing to release 
soluble  APPα  (sAPPα),  APP–C‐terminal  fragment  α (CTFα),  APP  intracellular  domain  (AICD)  and  p3.  The 
amyloidogenic  pathway  involves  β‐  and  γ‐secretase  processing  to  generate  sAPPβ,  CTFβ,  AICD  and  Aβ 
peptides.  
APP  is  synthesized  in  the  endoplasmic  reticulum  (ER)  and  then  transported  through  the  Golgi 
apparatus to the trans‐Golgi‐network (TGN) (Greenfield et al., 1999; Xu et al., 1997). From the TGN, 
APP can be transported  in TGN‐derived secretory vesicles to the cell surface (Sisodia, 1992). From 









secreted  to  the  extracellular  milieu  (Kojro  and  Fahrenholz,  2005).  The  remaining  C‐terminal 
fragment  α  (CTFα) with  83‐amino‐acid  (C83)  is  subsequently  cleaved within  its  transmembrane 
domain by γ‐secretase to generate the p3 fragment (Haass et al., 1993b). Importantly, cleavage by 










whereas  γ‐secretase  complex  is  present  in  multiple  compartments  including  the  ER,  ER‐Golgi 
intermediate  compartment,  Golgi,  TGN,  endosomes,  and  plasma  membrane.  Many  lines  of 




2001). Most of  the Aβ peptide produced has 40 amino acids  (Aβ40), whereas  the 42 amino acid 
peptide  (Aβ42)  only  accounts  for  approximately  10%.  Importantly,  the  Aβ42  variant  is  more 
hydrophobic  and  more  prone  to  aggregate  than  Aβ40  (Jarrett  et  al.,  1993),  and  is  the  major 
constituent of senile plaques  in AD brains  (Glenner and Wong, 1984; Masters et al., 1985). Many 
studies  indicate  that  insoluble  Aβ  fibrils  found  in  amyloid  plaques  and monomeric  Aβ  are  less 
pathogenic  than  soluble, nonfibrillar assemblies of Aβ  such as Aβ dimers,  trimers, and oligomers 
(Huang and Mucke, 2012). Aggregated Aβ peptides  can  trigger neuroinflammation, neuronal  cell 
death and gradual cognitive decline (Selkoe, 1999).  
Besides  the major  amount  of  extracellular  secretion,  Aβ  peptides  are  also  found  intracellularly. 
Importantly,  intracellular  Aβ42  is most  abundant  in  neurons  compared  to  Aβ40  (Gouras  et  al., 
2000).  Intracellular Aβ accumulation has been  implicated as an early event  in the pathogenesis of 
AD and Down syndrome. In the hippocampus and entorhinal cortex of patients with mild cognitive 
impairment  (MCI),  intraneuronal Aβ  immunoreactivity has been reported to be a predictor of the 
development  of  early  AD  pathology  (Gouras  et  al.,  2000).  Similarly,  it  has  been  shown  that 
intracellular Aβ accumulation precedes extracellular plaque formation  in Down syndrome patients 
(Gyure et al., 2001).  
All FAD‐associated APP mutations are  localized within and around  the Aβ domain  (Selkoe, 2001). 
These mutations  accelerate  Aβ  production  by  diverse mechanisms.  For  examples,  the  Swedish 









is  located  in an apparent substrate  inhibitory domain that negatively regulates γ‐secretase activity 
by  binding  to  an  unknown  allosteric  site  within  the  complex.  Therefore,  the  Flemish mutation 
reduces the activity of this inhibitory domain and consequently increase Aβ generation (Tian et al., 
2010). In addition, mutations at residue 717 in APP can accelerate Aβ42 generation (Cai et al., 1993; 
Sherrington  et  al.,  1995).  Besides  the  pathogenic  mutations,  the  substitution  of  alanine  by 




family  such as ADAM9, ADAM10, ADAM17/TACE  (tumour necrosis  factor‐ α‐  converting enzyme) 
and  ADAM19.  ADAMs  are  membrane‐anchored  proteins  with  several  domains,  containing  a 
metalloprotease domain which requires a zinc co‐factor for activity (Allinson et al., 2003). 
Stimulation of phosphorylation of protein kinase C (PKC) by phorbol esters stimulates α‐secretase 
processing  and  secretion of  the APP ectodomain  (Buxbaum et  al., 1990).  The PKC‐dependent α‐
secretase has also been shown to compete with β‐secretase for cleavage of APP (Fahrenholz et al., 
2000). 
Besides APP, α‐secretases also mediate  the ectodomain  shedding of Notch, p75, TNFα  receptor, 
cadherins and IL‐6 receptor, EGF receptor ligands, and several other type I transmembrane proteins 
(Sisodia,  1992).  Therefore,  they play  roles  in many biological  aspects  including  cell proliferation, 
differentiation, remodeling of extracellular matrix and signaling (Primakoff and Myles, 2000). 
The  β‐secretase or  β‐site APP‐cleaving enzyme 1  (BACE1),  is  a  type  I  integral membrane protein 
belonging to the pepsin family of aspartyl proteases (Sinha et al., 1999; Vassar et al., 1999). BACE1 
is highly expressed in neuronal cells, but also at lower levels in non‐neuronal cells and tissues (Cole 
and Vassar,  2008).  Besides  the  cleavage  of APP  at  the N‐terminus  of  the Aβ  peptide  sequence, 
BACE1 can also cleave at the Glu11 site of the Aβ peptide which leads to decreased Aβ production 
(Cai et al., 2001; Fluhrer et al., 2002).  











Thus,  it  is  not  involved  in  amyloidogenesis  and  appears  to  process APP  somewhat  similar  to  α‐
secretase (Basi et al., 2003; Fluhrer et al., 2002). 
BACE1  is  an  attractive  potential  target  in  AD  therapy  as  its  expression  levels  increase with  age 
(Fukumoto et al., 2004), and are particularly elevated in the brain cortex of AD patients (Fukumoto 
et  al.,  2004). Moreover,  inhibition  of  BACE1  not  only  reduces  Aβ  levels  but  also  prevents  the 
accumulation of APP‐CTFβ, the precursor protein for Aβ production. This is very important, because 
APP‐CTFβ  accumulation  may  cause  additional  toxic  effects  to  neurons  (Citron  et  al.,  1992). 




Figure  1.3: Model of  the  core  components of  the  γ‐secretase  complex  and  their membrane  topologies. 
Presenilin (1 or 2) forms the catalytic component of the complex.  It  is proteolytically processed  into the N‐
terminal fragment (NTF) and C‐terminal fragment (CTF) during maturation of the complex. Presenilin has two 
catalytic  aspartic  acid  residues  D257  and  D385  in  transmembrane  domain  6  and  7,  respectively.  Other 
components  of  the  complex  are  nicastrin,  anterior  pharynx  defective  (APH‐1),  and  presenilin  enhancer  2 
(PEN‐2). 
γ‐Secretase  is  a multiprotein  complex  composed  of  presenilin  1  or  2  (PS1/2),  nicastrin,  anterior 
pharynx defective 1a or 1b  (APH‐1a/1b) and presenilin enhancer 2  (PEN‐2);  in which, PSs are  the 
catalytic  subunits  of  the  complex  (Francis  et  al.,  2002;  Levitan  et  al.,  2001;  Steiner  et  al.,  2002; 
Wolfe et al., 1999; Yu et al., 2000). Knockout of both PS1 and PS2 completely abolished γ‐secretase 
activity (Zhang et al., 2000). 












2005). PEN‐2 has  two  transmembrane domains.  It  facilitates PS endoproteolysis and stabilizes PS 
within the γ‐secretase complex (Hasegawa et al., 2004). APH‐1 has 7 TM domains and it is suggested 
to act as a scaffold  for  the  initial binding of nicastrin and assembly of  the complex  (LaVoie et al., 
2003).  It  influences PS conformation and therefore contributes to the proteolytic activity of the γ‐




of  the  purified  complex  (De  Strooper  et  al.,  2012).  Nicastrin  initially  binds  APH‐1  to  forms  a 
subcomplex  in  the endoplasmic  reticulum. The subcomplex  then  interacts with  the PS and PEN‐2 
subcomplex.  The  carboxy‐terminal  domain  of  PS  interacts  with  APH‐1  and  the  TM  domain  of 
nicastrin (De Strooper et al., 2012) 
The  γ‐secretase  complex  cleaves  type  1  transmembrane  proteins.  Over  the  years,  at  least  90 
proteins  have  been  found  to  undergo  proteolysis  by  this  enzyme  (Beel  and  Sanders,  2008;  De 
Strooper et al., 1999). The most well known substrates  include APP, Notch receptors and  ligands, 
Erb4  receptor  and  Cadherin  (Wakabayashi  and  De  Strooper,  2008).  It  is  clear  that  Notch  is  an 
important  substrate of  γ‐secretase  as  its  signaling  is  involved  in  cell  growth, differentiation,  and 
proliferation  (De  Strooper  et  al.,  1999).  Notch  phenotypes  are  reported  to  be  predominant  in 
presenilin‐deficient  animals.  Importantly,  the  greatest  concern  when  developing  γ‐secretase 
inhibitors  for AD  therapy  is  their  interference with  the Notch signaling pathway  (McCarthy et al., 
2009). Other well studied substrates of γ‐secretase are N‐ and E‐cadherins, which form complexes 













fraction  at  the  cell  surface  (Walter  et  al.,  1996).  They  are  predominantly  present  as N‐  and  C‐
terminal  fragments, while  the PS  full‐length  (PS‐FL)  is only  faintly detectable. This  is explained by 
the  short  half‐life  time  (~1.5  h)  and  rapid  turnover  of  PS‐FL  compared  to  the  endoproteolytic 




PSs  have  a  highly  conserved GXGD motif  at  the  catalytic  site,  and  the  two  conserved  aspartate 















Aβ42 versus Aβ40  in vivo and  in vitro paradigms  (Borchelt et al., 1996; Duff et al., 1996). On  the 
other  hand,  reduced  AICD  production  in  PS  mutants  suggested  a  loss‐of‐function  mechanism 
(Moehlmann et al., 2002). However, further analyses clarified that the increase in Aβ42/Aβ40 ratio 
does not necessarily  indicate an  increase  in Aβ42  levels, but  it can also be  the consequence of a 
decrease  in  Aβ40  levels.  Actually, many mutations  have  been  observed  to  reduce  one  or  both 
Aβ42 and Aβ40  levels  (Koch et al., 2012; Kulic et al., 2000). These observations  rather  support a 
loss‐of‐function mechanism  of  γ‐secretase  activity  in  FAD‐linked mutations  of  PS1,  resulting  in 
decreased proteolytic processing of different  substrates  and  compromising  intracellular  signaling 
pathways (Kelleher and Shen, 2010; Shen and Kelleher, 2007).  
Besides  the role as catalytic subunits of  the γ‐secretase complex  to cleave  type  I  transmembrane 






PS1/γ‐secretase  is  involved  in ephrinB phosphorylation and Src activation by  regulating ephrinB2‐
CTF production, which further activates Src. This indicates the possibility that FAD‐linked mutations 
of PS1 interfere with Src and ephrinB2 functions in the CNS (Georgakopoulos et al., 2006). Besides 




proposed mechanisms  appear  unclear,  and might  involve  regulation  of  the  Ryanodine  receptor 
(Hayrapetyan et al., 2008), stimulation of  inositol‐3‐phosphate‐induced ER Ca2+ release (Cheung et 








rather  than  lysosomal  acidification,  is  affected  by  PS1  deficiency.  This  provides  an  alternative 
hypothesis that accounts for impaired lysosomal fusion capacity observed in PS deficiency, leading 
to endo‐lysosomal defects in PS1 deficient cells (Coen et al., 2012). Despite this growing consensus 
on a role of PS proteins and γ‐secretase  in endolysosomal  function,  the above‐mentioned studies 





The  lysosome  is  a  single‐membrane  cytoplasmic organelle  in eukaryotic  cells  that  contains more 
than  50  different  hydrolases  (phosphatases,  nucleases,  glycosidases,  proteases,  peptidases, 
sulphatases and  lipases), which can digest all of the major macromolecules of the cell  in an acidic 
environment for metabolic reuse (Maiuri et al., 2007b). Among the lysosomal hydrolases, proteases 






Most  newly  synthesized  acidic  hydrolases  are  processed  post‐translationally  by modification  of 
carbohydrates  to  mannose‐6‐phosphate  moieties  and  subsequently  form  a  complex  with  the 
mannose‐6‐phosphate  receptor  (MPR)  in  the  trans‐Golgi  network,  which  targets  them  to 
endosomes (Kroemer and Jaattela, 2005). The acidic environment in endosomes during maturation 
to  lysosomes  triggers  the  dissociation  of  the  complexes  and  the  proteolytic  processing  of  some 
enzymes from proforms to active forms (Demarchi et al., 2006). For example, Cathepsin D (Cat D) is 
a glycoprotein synthesized as pro‐Cat D that is proteolytically processed to an intermediate during 
its  transport  to  the  lysosome.  In  the  lysosome,  the  intermediate  Cat  D  is  further  processed  to 
generate the active fragment (Richo and Conner, 1994). The  lysosomal substrates for degradation 
are  delivered  to  lysosomes  by  two  general  pathways  including  heterophagy  (receptor‐mediated 
endocytosis, pinocytosis, phagocytosis) for extracellular constituents and autophagy for intracellular 
constituents  (Nixon,  2007).  The  lysosomal  breakdown  products  (amino  acids, mono‐  and  oligo‐
saccharides,  and  nucleotides)  can  be  transported  back  to  the  cytosol  by  specific  transporter 
proteins  in  the  lysosomal  membrane  or  to  the  extracellular  space  through  calcium‐induced 
exocytosis (Kroemer and Jaattela, 2005). 
Principally, the acidic  luminal pH  is generated by v‐ATPase, a multi‐subunit complex that mediates 









lysosome  for degradation  (Levine  and Kroemer, 2008). At  least  three major  forms of  autophagy 
have  been  indentified  so  far  ‐  including  chaperone‐mediated  autophagy  (CMA), microautophagy 
and macroautophagy – that differ  in molecular mechanisms of cargo delivery to the  lysosome  for 
degradation (Levine and Kroemer, 2008).  
Chaperone‐mediate autophagy  (CMA)  is  involved  in  the  translocation of cytosolic proteins across 
the  lysosomal membrane.  The proteins  that  contain  a KFERQ motif  are  recognized by Hsc70  for 
CMA, which facilitates unfolding and delivery of proteins to lysosome‐associated membrane protein 
2a  (LAMP2a).  Subsequently,  LAMP2a  serves  as  a  pore  for  translocation  of  the  selected  proteins 





Microautophagy  describes  the  process  by  which  the  lysosomal  membrane  invaginates  non‐
selectively and engulfs small quantities of cytoplasm which are then pinched off for digestion within 
the lumen (Levine and Kroemer, 2008).  
Macroautophagy  (herein  called  autophagy  unless  otherwise  indicated)  is  the  major  regulated 
catabolic mechanism  that  eukaryotic  cells  use  to  degrade  cytoplasmic  constituents  and  recycle 
nutrients via double membrane vesicles (Klionsky, 2007; Kundu and Thompson, 2008). 
 
Figure 1.4: The process of autophagy  (macroautophagy). The process of autophagy  follow  stages: Vesicle 
nucleation  (formation  of  the  isolation  membrane  or  phagophore),  vesicle  elongation  and  completion 
(formation  of  autophagosome),  the  docking  and  fusion  of  autophagosome  with  lysosome  to  form 
autolysosome, lysis of autophagosome inner membrane and contents by lysosomal hydrolases. 
Autophagy  initiates with  the  formation of a phagophore. Subsequently, cytoplasmic materials are 
engulfed by the phagophore and the phagophore membrane is then elongated and finally closes to 
form an autophagosome, a double‐membrane vesicle. This  is  followed by the  fusion between the 
outer  membrane  of  the  autophagosome  with  the  lysosome  to  form  the  autolysosome  or 
autophagolysosome,  where  the  engulfed  materials  and  autophagosome  inner  membrane  are 
degraded (Levine and Kroemer, 2008). 
Autophagy  is  particularly  relevant  in  cellular  quality  control  in  neurons,  where  the  amount  of 
cytosolic constituents, altered proteins and damaged organelles cannot be reduced by cell division. 
(Nixon et al., 2008; Winslow and Rubinsztein, 2008). Autophagic vacuoles are quite  scarce  in  the 
healthy brain. This  raised  the suggestion  that neuronal autophagy  is  relatively  inactive: However, 
many studies have proven that basal levels of autophagy in neurons are quite active, leading to fast 
degradation of autophagosomes (Nixon, 2007). Furthermore, autophagic activity is also essential for 
normal  development  of  the  nervous  system.  Autophagic  degradation  of  synaptically  localized 
proteins  regulates synapse  formation  (Rowland et al., 2006).  In  the developed animal, autophagy 
plays  a  critical  role  in  neuronal  protein  homeostasis.  This  is  supported  by  the  finding  that  a 





A  critical  physiological  role  of  autophagy  is  to maintain  intracellular  energy  resources  to meet 
cellular and organismal demands. It is rapidly upregulated in cells during nutrient starvation, growth 
factor withdrawal,  or  in  response  to  high  bioenergetic  demands  to  provide  building  blocks  for 
important biosynthetic pathways, nutrients and energy (Levine and Kroemer, 2008). Furthermore, 
autophagy  also  functions  in  the  elimination  of  aggregated  proteins,  defective  proteins  and 
organelles, and intracellular pathogens. Thus, it is critical for a protective mechanism against aging, 
cancer, neurodegenerative diseases, and infection (Levine and Kroemer, 2008). 
Autophagy  can  be  a  non‐selective  or  selective  process.  Non‐selective,  bulk  degradation  of 
cytoplasm  and  organelles  by  autophagy  provides  essential  materials  for  metabolism  during 
starvation. Selective autophagy rather involves degradation of protein aggregates and of organelles 
such as mitochondria  (mitophagy), ribosomes  (ribophagy), endoplasmic reticulum  (reticulophagy), 
peroxisomes  (pexophagy),  and  lipids  (lipophagy). Mechanisms  regulating  selective  autophagy  are 
more  elaborate  and  occur  in  specific  situations.  As  protein  aggregates  and  organelle‐associated 
proteins  are  decorated  with  ubiquitin.  One  possibility  of  selective  autophagy  could  be  that 
ubiquitin‐conjugated  substrates  are  recognized  and  bound  by  p62/sequestosome‐1  (SQSTM1)  or 
neighbor of BRCA1 gene 1 (NBR1) receptors, which have LC3‐interacting domain and bound to LC3, 
leading  to deliver  cargo  to  autophagosomes  (Rabinowitz  and White, 2010).  Furthermore, proper 










autophagy‐related  protein  1  (Atg1)/unc‐51‐like  kinase  (ULK)  complex,  Beclin  1  (BECN1)/class  III 
phosphatidyl‐inositol‐3‐kinase (PI3K) complex, the two transmembrane proteins (Atg9 and vacuole 
membrane protein 1 (VMP1)), two ubiquitin‐like protein (Atg12 and Atg8/LC3) conjugation systems, 
and  proteins  that mediate  fusion  between  autophagosomes  and  lysosomes  (Yang  and  Klionsky, 
2010). 
ULK1  and ULK2  are  the mammalian orthologs of  yeast Atg1.  They play  a  key  role  in  autophagic 
induction  by  acting  downstream  of  the  mammalian  target  of  rapamycin  complex  1  (mTORC1) 





with  the mTOR  inhibits autophagy.  In  contrast, nutrient  starvation dissociates mTORC1  from  the 
complex and trigger autophagosome nucleation and elongation. Activated ULK1 has been shown to 
phosphorylate  vacuolar  protein  sorting  34  (Vps34),  thereby  promoting  phosphatidylinositol-3‐
kinase (PI3K) complex activation  (Lamb et al., 2013). Once activated and  targeted  for autophagic 
initiation,  the  ULK  complex  and  PI3K  complex  regulate  the  formation  of  phosphatidylinositol‐3‐
phosphate  (PI3P), which has been  implicated  in promoting  autophagy  and  retrograde  trafficking 
from the endosomes to the Golgi (Backer, 2008). 
Autophagosome nucleation also requires a complex containing Atg6  (mammalian homolog, BECN1) 
(Rabinowitz  and White,  2010).  The  so‐called  BECN1  core  complex  or  the  class  III  PI3K  complex 
includes BECN1, Vps15, Vps34,  and  likely Ambra1  (Fig.  1.5)  (He  and  Levine,  2010).  The  complex 
initiates the allosteric activation of the class III PI3K Vps34 to generate PI3P, which recruits effectors 
such  as  the double  FYVE domain‐containing protein 1  (DFCP1)  (Axe et  al., 2008)  and WD‐repeat 
protein  interacting with phosphoinositides  (WIPI)  family proteins  (Polson et al., 2010)  to mediate 
the autophagosome  formation. Numerous proteins have been  indentified  to  interact with BECN1 
that  induce  or  inhibit  autophagy  such  as:  Atg14  (also  called  Atg14L  or  Barkor),  an  autophagic 
inducer that  is essential for PI3K activity; UVRAG (UV radiation resistance‐associated gene), which 
may  promote  PI3K  activity  by  competing with  Atg14  for  binding  to  BECN1,  and  also  promotes 











inhibits  the  assembly  of  an  autophagy‐competent  complex  (left).  Disruption  of  this  inhibitory  interaction 
either by other BH3 domain‐containing proteins (upper right) or by JNK1‐mediated phosphorylation of Bcl‐2 




Furthermore,  antiapoptotic  family  members  (such  as  Bcl‐2,  Bcl‐XL,  and  Mcl‐1)  are  known  to 
negatively  regulate  autophagy  through  an  inhibitory  interaction with  the  BH3  domain  of  BECN1 
(Maiuri et al., 2007a; Pattingre et al., 2005). Several mechanisms have been proposed  to  induce 
autophagy by disrupting this inhibitory interaction including competitive binding of the BH3 domain 
of  BECN1  by  proapoptotic  BH3‐only  proteins  (such  as  BNIP3,  Bad,  Bik, Noxa,  Puma,  and  BimEL) 
(Maiuri  et  al.,  2007a),  phosphorylation  of  the  BH3  domain  by  death‐associated  protein  kinase 
(DAPK)  (Zalckvar  et  al.,  2009),  or  phosphorylation  of  Bcl‐2  by  c‐Jun  N‐teminal  kinase‐1  (JNK1) 
(Pattingre et al., 2009; Wei et al., 2008).  
Atg9 may  function  in providing  lipids  to  the  isolation membrane. This  requires Atg1/ULK1, Vps34 






in which  the  E1‐like  enzyme Atg7  and  the  E2‐like  enzyme Atg10  are  involved.  This  conjugate  is 
associated with Atg16  in a noncovalent  linkage  to  form  the Atg12‐Atg5‐Atg16 complex  (Yang and 
Klionsky, 2010). The second pathway  is  the  lipid conjugation of yeast Atg8/ mammalian LC3 with 
phosphatidylethanolamine (PE) at a glycine (Gly) residue by the sequential action of Atg4, the E1‐
like enzyme Atg7, and the E2‐like enzyme Atg3. This lipidation leads to the conversion of the soluble 
cytsolic  form  of  LC3  (named  LC3‐I)  to  the  membrane  associated  form  LC3‐II.  LC3‐II  is  stably 
associated with  the  autophagosome membrane,  and widely  used  as  the major maker  to  assess 
autophagy  (Yang  and  Klionsky,  2010).  During  nucleation,  the  ATG12–ATG5–ATG16  complex  is 
recruited to the membrane, where it functions as the E3 ligase to mediate the lipidation of LC3. This 
enables them to associate with the phagophore membrane. Before the closure of the phagophore 
to  form  the  autophagosome,  the membrane‐bound  ATG  proteins  are  dissociated,  except  LC3‐II. 






Figure 1.6: The  two ubiquitin‐like conjugation systems  in autophagosome  formation. The elongation and 
shape of  the autophagosome are controlled by  two conjugation pathways.  In  the Atg12 pathway. Atg12  is 
initially conjugated to Atg7 (an E1‐activating enzyme) and then transferred to the E2‐like conjugating enzyme 
ATG10,  leading  to  the  formation of  the Atg12/Atg5  complex  through  an  isopeptide bond.  Eventually,  the 
Atg12/Atg5 conjugate associates non‐covalently with Atg16. The second pathway involves the conjugation of 
phosphatidylethanolamine (PE) to LC3/Atg8. Nascent LC3 is first processed by the protease Atg4 to a glycine‐
exposed  form. LC3  is also activated by Atg7 and  then  transferred  to Atg3  (an E2‐like enzyme). Finally, LC3 
conjugates with PE to form LC3‐PE or LC3‐II, which is anchored to the autophagosomal membrane. (Adapted 
from Maiuri et al (Maiuri et al., 2007b)). 
The  autophagosome  is  formed  when  the  expanding  phagophore  membranes  fuse.  Completed 
autophagosomes are structures with around 400‐900 nm diameters  in yeast and 500‐1,500 nm  in 
mammalian cells (Stromhaug et al., 1998). This event triggers the Atg4‐mediated cleavage of LC‐PE 




and/or maturation  (Lang  et  al.,  1998).  Additionally,  SNAREs  [soluble  N‐ethylmaleimide‐sensitive 
fusion  (NSF)  attachment  protein  receptors  also  play  a  role  in  autophagosome  formation. 
Particularly, interaction between either endosomal Q/t‐SNARE TIg2, the R/v‐SNAREs Sec22 or Ykt6 
with Sso1‐Sec9  is required  for normal Atg9 transport to provide  lipids to autophagosome  (Nair et 
al., 2011).  
1.2.2.3. Autophagic fusion and degradation 
Once  the autophagosome  is  formed,  it undergoes progressive maturation and  finally  fusion with 







After  fusion,  the  inner membrane  as well  as  the  luminal  content  of  the  autophagic  vesicle  are 
degraded  by  a  series  of  lysosomal  hydrolases  that  function  optimally  at  acidic  pH,  including 
proteinases A and B  (Epple et al., 2001; Teter et al., 2001);  cathepsin B, D, and  L  (Tanida et al., 
2005). Lysosomal permeases release the breakdown products (amino acids, lipids, nucleosides, and 
carbohydrates) into the cytosol, where they are used for synthetic and metabolic pathways. Atg22 









In  addition,  interaction between Bcl‐2/Bcl‐XL  and  the BECN1/class  III  PI3K  complex  is  also  a  key 
target to regulate autophagy.  
Many  other  proteins  are  involved  in  regulation  of  autophagy.  For  example,  the  class  I  PI3K/Akt 
signaling molecules link receptor tyrosine kinases to mTOR activation in response to growth factor 
signals  (Lum  et  al.,  2005);  5′‐AMP‐activated  protein  kinase  (AMPK)  responds  to  low  energy;  the 
eukaryotic  initiation  factor 2α  (eIF2α) responds to nutrient starvation, and endoplasmic reticulum 
(ER) stress; BH3‐only proteins,  death‐associated protein kinases (DAPk) and c‐Jun‐N‐terminal kinase 
disrupt  the  interaction  between  Bcl‐2/Bcl‐XL  and  the  BECN1/class  III  PI3K  complex;  and  so  on 
(Criollo et al., 2007; Maiuri et al., 2007b; Meijer and Codogno, 2006; Rubinsztein et al., 2007).  In 
addition, many  pharmacological  compounds  target  these  proteins.  Resveratrol  activates  AMPK, 
tunicamycin  associates  with  ER  stress,  thapsingargin  inhibits  the  sarcoplasmic/endoplasmic 
reticulum Ca2+ ATPase  (SERCA), ABT‐737 disrupts  the BECN1/Bcl‐2  interaction,   or diallyl  trisulfide 
and  SP600125  activate  and  inhibit  JNK1  activation,  respectively  (Bennett et  al., 2001; Das et  al., 
2007; Klionsky et al., 2012; Maiuri et al., 2007a). In contrast, autophagic inhibitors including 3‐MA, 
LY294002  and  wortmannin  inhibit  the  PI3K  complex  (class  I  as  well  as  class  III),  and  thereby 
suppress autophagosomal formation (Klionsky et al., 2012). 
Moreover,  autophagy  can  also be pharmacologically  inhibited by  targeting  the    autophagosome‐ 
lysosome  fusion  with  vinblastine  or  thapsingargin;  lysosomal  proton  pump  inhibitor  such  as 




lysosomotropic  alkalines  such  as  chloroquine  or  3‐hydroxychloroquine  (Klionsky  et  al.,  2012; 
Rubinsztein et al., 2007).  
Besides  the  well‐characterized  phamarcological  modulators  described  above,  trehalose,  a  non‐
reducing  dissacharide  containing  two  D‐glucose  units,  is  also  known  as  a  mTOR‐independent 
enhancer  of  autophagy  (Sarkar  et  al.,  2007).  It  has  been  reported  to  enhance  the  clearance  of 
neurodegenerative  disease‐associated  autophagic  substrates  like  huntingtin  aggregates,  α‐
synuclein  aggregates  (Parkinson  disease)  (Casarejos  et  al.,  2011;  Sarkar  et  al.,  2007),  tau  and 
phosphorylated‐tau (AD) (Casarejos et al., 2011; Schaeffer et al., 2012). Trehalose also counteracted 















Moreover,  various  lysosomal  proteases  are  involved  in  degradation  of Aβ.  The most  extensively 
investigated and best characterized Aβ degrading protease  is Neprilysin (NEP), which  is present  in 
endo‐lysosomal compartments (Howell et al., 1995; Saido and Leissring, 2012). Particularly, levels of 
both Aβ40 and Aβ42 are twofold higher in NEP knock‐out mice than in wild‐type controls (Iwata et 
al., 2001), suggesting  that NEP  is an  important endogenous  regulator of Aβ. Supportively, a cross 
between the APP transgenic mice and NEP transgenic mouse that expresses eightfold higher levels 
of NEP  resulted  in  a  strong  reduction  in  steady‐state Aβ  levels  and  the  complete  prevention  of 







to wild‐type  littermates, but did not affect Aβ40  levels, which  leads to the  increase of Aβ42/Aβ40 
ratio (Saido and Leissring, 2012).  
While  numerous  studies  demonstrated  tau  as  a  proteasomal  substrate, many  lines  of  evidence 
revealed that the autophagic‐lysosomal system also substantially contributes to the turn‐over of tau 
(Brown et al., 2005; Feuillette et al., 2005). Indeed, modulation of autophagic‐lysosomal activity by 
NH4Cl,  chloroquine,  3‐methyladenine  (3‐MA),  and  cathepsin  inhibitors,  impaired  tau degradation 
and enhanced the  formation of high molecular weight tau species  (Hamano et al., 2008; Wang et 




In summary, tau  is actively cleared through the ubiquitine‐proteasome system  (UPS) when  it  is  in 
excess and soluble (Rubinsztein, 2006). Alternatively, when tau is monomeric, the UPS might be the 
more efficient and dominant process for tau degradation. However, aggregates of tau are likely to 
be  inaccessible  to  the narrow proteasome opening,  leading  to a much higher dependency on  the 
autophagy for degradation (Lee et al., 2013). 
1.2.3.2. Autophagic dysfunction in Alzheimer’s disease 
As mentioned above, autophagy occurs at basal  levels and plays an  important role  in  intracellular 
protein  homeostasis.  The  demand  for  basal  autophagy  differs  among  tissues;  it  is  particularly 
important and active in the liver and non‐dividing cells such as neurons and myocytes (Hara et al., 
2006;  Komatsu  et  al.,  2007b; Nakai  et  al.,  2007). Dysfunction  in  autophagy  is  implicated  in  the 
pathogenesis  of  many  human  diseases  such  as  infection,  cardial  dysfunction,  cancer    and 
neurodegeneration (Kundu and Thompson, 2008). Recent studies have been focused on the role of 
autophagy  in  metabolism  of  neurodegeneration‐associated  misfolded  protein  aggregates  and 
neuronal cell death (Martinez‐Vicente and Cuervo, 2007; Nixon et al., 2008).  





are  still  formed, but  the bulk  removal of  randomly  sequestered  soluble  components  is  impaired. 
Thus,  the  consequences  of  the  failure  are  similar  to  those  observed  in  failure  of  autopphagy 
induction (Martinez‐Vicente et al., 2010).  
Defects  in  autophagosome  clearance  has  also  been  linked  to  a  growing  number  of 






result  from  impaired  mobilization  of  autophagosomes  towards  endosomal‐lysosomal 
compartments, decreased fusion between autophagosomal and endosomal‐lysosomal membranes 
or  decreased  proteolysis  of  lysosomal  constituents.  Accordingly,  changes  in  the  properties  and 
functions  of  microtubules,  motor‐associated  proteins  such  as  dynein,  dynactin  or  tubulin 
deacetylases  have  been  described  to  alter  autophagy  and  thereby  affect  different 
neurodegenerative disorders. Defective proteolysis can result from changes in the lysosomal lumen 
such as  impaired  lysosomal acidification, accumulation of undigested by‐products and decreased 
content  or  activity  of  lysosomal  hydrolases  (Wong  and  Cuervo,  2010).  Recently,  a  defect  in 
lysosomal acidification has been reported in presenilin deficient cells (Lee et al., 2010).  
Dysfunction  in autophagy has also been observed  in Alzheimer’s disease, but  the contribution of 



















(Klimanskaya  et  al.,  2006;  Thomson  et  al.,  1998).  Yamanaka  and  colleagues  successfully 
reprogrammed adult human fibroblasts into induced pluripotent stem cells (iPSC) via the retrovirus‐
mediated  transfection of pluripotency‐related  transcription  factors  including OCT3/4, SOX2, KLF4, 




human  iPSC and ESC  such as  cell morphology, proliferation, gene expression,  telomerase activity 
and other functions (Chin et al., 2010; Hawkins et al., 2010; Lowry et al., 2008). Human iPSC provide 
the possibility to model diseases by capturing the unique genetic background of the patients as well 
as  using  the  generated  cells  for  transplantation.  They  help  avoid  detrimental  effects  on 
histocompatibility or allografts faced by human ESC‐based therapies (Faiz and Nagy, 2013). 
The use of PSC has severeal advantages as compared to cells models from animal or human tissue 
in  disease modeling. One  reason  is  the  genetic  difference  between  humans  and  animals, which 
might prevent full recapitulation of human diseases in animal models. In addition, the availability of 
human  tissue  from neurodegenerative diseases  is  limited and  represents only  the  later  stages of 
disease. In contrast, stem cells can be used to model various stages of the disease at a  large scale 
(Khandekar  et  al.,  2012).  Furthermore,  differentiation  of  iPSC  into  disease‐relavant  cell  types 









NSC can be generated  from  from  iPSC which are reprogrammed  from somatic cells, ESC which are  isolated 
from  the  inner cell mass of blastocysts, and  from  the  fetal and adult brain. NSC can differentiate  into CNS 






germinative areas of  the  fetal and adult brain. They are considered as  tripotent cells as  they can 
give  rise  to neurons, astrocytes and oligodendrocytes of  the central nervous system  (CNS). While 
the neurospheres are mixed cellular compositions with a small fraction of NSC cells, the monolayer 
NSC  culture  is more  homogenous,  resulting  in  higher  neurogenic  potential  (Conti  and  Cattaneo, 
2010). Fetal NSC are ubiquitous in the nervous system and can be isolated from different regions of 







ESC to develop  into neural precursors  in serum‐ and  feeder cell‐free conditions  in the absence of 
inhibitory  bone  morphogenetic  protein  signaling  (Ying  et  al.,  2003).  Koch  et  al  described  the 
generation of a pure population of  long‐term self‐renewing human ESC‐derived neural stem cells 
(lt‐NES) in a monolayer culture (Koch et al., 2009). In 2012 they published the generation of these lt‐
NES  cells  from  iPSC. These  lt‐NES  cells  can be differentiated  into  standardized neuronal  cultures, 
primarily GABAergic neurons (Koch et al., 2012). In general, the differentiation into a specific type of 
neurons  can  be  achieved  by  the  addition/inhibition  of  specific  morphogens.  For  example, 
overexpression of  the  transcription  factors Lmx1a and Msx1  led  to  the differentiation of ESC  into 
dopaminergic neurons (Andersson et al., 2006).  
Nowadays, a  variety of protocols have been developed  to directly differentiate pluripotent  stem 
cells  into  neurons  or  somatic  cells  into NSC.  The  direct  differentiation  of  ESC  into  neurons was 
established  for mouse  (Okabe  et  al.,  1996)  as well  as  for  human  ESC  (Zhang  et  al.,  2001).  For 








a  heterogeneous  population  of  neurons  (glutamatergic  and  GABAergic).  Alternatively,  various 
combinations of different transcription factors have directly generated glutamatergic, dopaminergic 










neurons  (mainly  GABAergic  and  glutamatergic  neurons)  by  combining  two‐factor  neuronal 
reprogramming with  small molecule–based  inhibition  of  glycogen  synthase  kinase‐3β  and  SMAD 
signaling (Ladewig et al., 2012). One advantage of this direct conversion protocol is to reduce time‐
consuming and potentially mutagenic iPSC reprogramming process; the disadvantage is that it does 




non‐neuronal  cell  systems  of  animal models.  In  fact,  the  access  to  biopsies  of  brain  tissues  of 
affected  patients  is  not  feasible  and  the  obtained  cells  do  not  fully  recapitulate  in  vitro  all  key 
events during development of the disease, whereas mouse models for sporadic AD are not available 
so  far  (Boissart et al., 2013; Young and Goldstein, 2012). Additionally,  the overexpression of AD‐
related proteins in vertebrate and non‐vertebrate models of AD might cause abnormal phenotypes 
and  does  not  recapitulate  all  of  human  AD  pathology  (Duff  and  Suleman,  2004).  Furthermore, 
mouse  and  human  neurons  are  post  mitotic  cells,  which  will  limit  the  amount  of  biological 
resources needed for molecular mechanism studies and pharmacological screening (Boissart et al., 
2013).  
With  the developed  iPSC  technology  it  is possible  to  investigate  the different AD phenotypes by 
maintaining their endogenous genome and transcriptional control mechanisms (Byers et al., 2012). 
Recently,  iPSC were  successfully  reprogrammed  from  skin  fibroblasts of  sporadic and  familial AD 






mature  cells of  incurable disease patient  like AD  is a promising approach  to  recapitulate disease 
phenotype, study disease mechanisms and drug screening (Young and Goldstein, 2012).   
Initial  approaches  in  generating  PSC‐derived  AD  models  produced  several  positive  findings  in 




differentiation  ability  of  the  parental  cell  types.  Secondly,  disease markers  like Aβ  peptides  and 
especially tau as a neuronal protein could be detected in neurons while they are under detectable 
levels  in  fibroblasts  and many  other  cell  types.  Thirdly,  the  Aβ  levels  could  be modulated  by 
different pharmacological modulators such as nonsteroidal anti‐inflammatory drugs which act as γ‐
secretase  modulators,  indicating  that  this  system  provides  a  promising  model  for  screening 
pharmacological compounds (Young and Goldstein, 2012). 
In  addition  to disease modeling, many  studies have  shown  successful  application of NSC  in  cell‐
based  therapies.  For  example,  transplanted NSC  into  the  hippocampus  of  aged  triple  transgenic 
mice  (3xTg‐AD)  rescued  the  spatial  learning  and memory  deficits  (Qu  et  al.,  2001). Moreover,  a 
coincident  increase  in axonal outgrowth and  synaptic density with high  levels of BDNF were also 







potassium  and  calcium  ions  (Lian  and  Stringer,  2004;  Ridet  et  al.,  1997;  Schousboe  and 



















understanding  the  mechanisms  leading  to  proteolytic  cleavage  of  APP  and  amyloid  plaque 
deposition,  but  less  is  known  about  mechanisms  that  control  general  intracellular  protein 
metabolism and secretase independent APP metabolism during the pathogenesis of AD. Autophagy 
plays an  important  role  in  intracellular protein quality  control, especially of  long‐lived, misfolded 










the  metabolism  of  full‐length  APP,  its  derivative  APP‐CTFs.  To  modulate  autophagy,  different 
nutritional  (amino  acid  and  growth  factor  deprivation  medium,  lipids)  and  pharmaceutical 







of  PS1 mutants  in  regulation  of  autophagic  initiation  and  flux  have  been  investigated,  and  the 
potential contribution to cytopathological processes characteristic for AD. Since autophagy  is very 





















Human  embryonic  stem  cells‐derived  neurons  (hESC‐


















































Target  Source  WB dilution  IF dilution 
β‐Actin  Sigma Aldrich  1:5000  ‐ 
APP‐CT (C1/6.1)  Covance  1:1000  1:1000 
APP‐NT (5313)  AG Walter  1:1000  1:100 
APP‐CT (AB140)  AG Walter  1:1000  1:100 
Bcl‐2  Santa Cruz  1:500  ‐ 
p‐Bcl‐2 (Ser70)  Santa Cruz  1:250  ‐ 











Lamp2 (mouse specific)  Iowa Hybridoma Bank  1:500  1:250 
Lamp2 (human specific)  Iowa Hybridoma Bank  1:500  1:250 
LC3  MBL International Corporation  1:1000  ‐ 
LC3  Cell Signaling  1:1000  1:500 
LC3  NanoTools  ‐  1:250 
p62  Sigma Aldrich  1:2000  1:1000 
PS1‐CT (3109)  AG Walter  1:500  ‐ 
PS1‐NT (3111)  AG Walter  1:500  ‐ 












Species  Fluorophore  Source  Dilution 
Anti‐Rabbit  Alexa 488  Invitrogen  1:750 
Anti‐Mouse  Alexa 488  Invitrogen  1:750 
Anti‐Rat  Alexa 488  Invitrogen  1:500 
Anti‐Rabbit  Alex 546  Invitrogen  1:1000 
Anti‐Mouse  Alex 546  Invitrogen  1:1000 
Anti‐Mouse  Alexa 350  Invitrogen  1:250 



































































Blotting chamber          Amersham Pharmacia 
Chemiluminescence Imager (ChemiDoc XRS)    Bio‐Rad 
Cell culture hoods          Thermo Scientifc 
Centrifuge            Eppendorf 
Cloning cylinders          DUNN Labortechnik 
CO2 incubator 37°C          Binder 
Cooling system           Lauda 
DNA electrophoresis chamber        Thermo Scientific 
Heating block            Stuard Scientific 
Hamilton syringe          Hamilton 
Liquid scintillation counter        Hidex 
Magnetic stirrer          Velp scientifica 
Microcentrifuge          Eppendorf 
Microscope            Nikon 
Microscope (Fluorescence)        Zeiss 
Microwave            LG 
Nanophotometer          IMPLEN 
Nitrocellular membrane        Whatman 
NuPAGE® Novex® 4‐12% Bis‐Tris Gels      Invitrogen 
Orbital shaker            Stuart Scientific 
Overhead rotor          Scientific Industries 
PAGE/blot chamber          Amersham Pharmacia 
PAGE/blot power supply        Amersham Pharmacia 
PCR cycler            Eppendorf 
pH meter            Mettler Toledo 
Photoimager            Fuji 
Photometer            Thermo Scientific 
Micropipette (10, 100 and 1000 µL)      Eppendorf 
Pipetteboy            Accu‐Jet 
PVDF membrane          Whatman 




Spectra Max Gemini          Thermo Fisher Scientific 
Thermomixer            Eppendorf 
Trans‐UV illuminator          Syngene 
Ultrasonic bath          MERCK 
Vortex Genie            Scientific Industries 
Vortex shaker            IKA 
Warm incubator          Binder 
Water bath            Medigen 
Weighing balances          Mettler Toledo 
XCell SureLock Electrophoresis cell      Invitrogen 









































































μl of  LB medium  and  then  streaked on  an  LB‐plate. After overnight  incubation  at 37°C,  colonies 
were picked,  transferred  to 2 ml  LB medium and  incubated at 37°C. Next morning,  the bacterial 
cultures were  transferred  to 100‐300 ml of  fresh  LB medium  for a  large‐scale  culture  to harvest 
DNA.  LB‐plates  and  medium  for  bacterial  culture  always  contained  the  respective  selection 
antibiotics. 
For cryoconservation, 0.8 ml of bacterial culture were mixed with 0.4 ml conservation medium (70% 





























DMEM/F12  medium  containing  2  mM  L‐glutamine,  0.5  mM  Na‐pyruvate,  10%  FCS,  50  U/ml 
penicillin and 50 μg/ml streptomycin. 
2.2.3.2. In vitro differentiation of human pluripotent stem cells into neuronal cultures 
Neuronal cultures were generated  in the  lab of Prof. Dr. Oliver Brüstle,  Institute of Reconstructive 
Neurobiology, University of Bonn.  
To  investigate  effects  of  FAD‐associated  PS1 mutants  on  autophagy  in  human  neurons, mature 
neuronal  cultures  differentiated  from  human  pluripotent  stem  cells  (hPSC)‐derived  homogenous 




stem  cells  (iPSC)  and  then  differentiated  into  homogenous  long‐term  self‐renewing  rosette‐type 
neural  stem  cells  (lt‐NSC),  which  were  eventually  differentiated  into  mature  human  neuronal 
cultures according  to  the established protocols  (Falk et al., 2012; Koch et al., 2009b). Besides  the 
neurons  carrying  endogenous  PS1  mutant  derived  from  iPSC,  the  studies  also  used  neurons 
overexpressing human PS1 variants derived  from human embryonic stem cells  (hESC).  Initially, Lt‐
NES  were  originally  differentiated  from  human  ESC  line  I3  by  using  the  same  differentiation 
protocol with  iPSC  (Koch et al., 2009b). Subsequetly,  the  lt‐NES were  lentivirally  transduced with 





Cells  were  treated  with media  containing  GSLs  and  autophagic modulators.  Control  cells  were 
treated  with  media  containing  the  respective  solvents.  Treatment  conditions  were  as  follows: 















MEM  medium.  The  transfected  medium  was  changed  to  normal  DMEM  medium  after  4‐5  h 
transfection and the cells were incubated for another 24 h at 37°C and 5% CO2.  
For single‐cell cloning: 24 h after  transfection, cells were split at dilutions of 1:500, 1:250, 1:100, 
1:50  and  1:10  in  10  cm  dishes.  Subsequently,  they  were  cultured  in  the  selection  medium 
containing  the  respective  antibiotic  for  2‐3  weeks.  After  2‐3  weeks  of  antibiotic  selection,  cell 
colonies were grown up  to 5‐10 mm  in diameter. Dishes were washed with PBS and and  clones 
were  isolated with plastic  cloning  cylinders. Colonies were  trypsinised and  transferred  to 96‐well 
plate  and  then  expanded  to  bigger  plates.  To  confirm  the  expression  of  transfected  protein, 
colonies were screened by microscopic fluorescence, western blot or RT‐PCR. 
For pooled colony cultures: 24 h after transfection cells were cultured in selection medium for 2‐3 
weeks.  Colonies  were  trypsinized,  pooled  and  then  cultured  under  constant  presence  of  the 
















cells  in  10 μM monensin  and  10 μM  nigericin  in MES  buffer  (5 mm NaCl,  115 mm  KCL,  1.3 mm 










with  Carl  Zeiss  Axio  Imaging  2  ApoTome  Fluorescence Microscope  for  optical  sectioning.  Signal 




Total cell  lysates were obtained by  lysing cells  in RIPA buffer supplemented with 1% protease and 
phosphatase inhibitors for 15 minutes and then centrifuged at 13,200 rpm for 15 minutes to get the 
supernatant.  
For  cell  fractionation and  isolation of membranes,  cells were  resuspended  in hypotonic buffer D 
supplemented with 1% protease and phosphatase inhibitors on ice for 10 minutes. Cells were then 




Extracted  proteins  were  measured  by  BCA  Protein  Assay  Kit  according  to  manufacturer’s 
instructions.  Briefly,  standard  BSA  protein  was  diluted  to  different  concentrations  for  the 
generation of a standard curve. Protein standards and samples were pipetted into 96‐well plate and 










µg  cellular  protein  lysates with  5x  Laemmli  sample  buffer  and  boiled  at  95oC  for  5 min.  After 
stacking  gel  was  polymerized,  20‐30  µg  proteins  were  loaded  in  the  gel  pockets.  PageRuler™ 






12 %  10 %  7 %  4 % 
dH2O  7 ml  8.3 ml  10.3 ml  6.2 ml 
Acrylamide/Bisacrylamide  8 ml  6.7 ml  4.7 ml  1.3 ml 
Lower‐Tris  5 ml  5 ml  5 ml  ‐ 
Upper‐Tris  ‐  ‐  ‐  2.5 ml 
APS  50 µl  50 µl  50 µl  25 µl 
TEMED (Roth)  50 µl  50 µl  50 µl  25 µl 











RT  for 1‐2 h. Subsequently, membranes were washed  three  times with TBS‐T and  incubated with 









for 1 h at 370C. Cells were  then washed 3  times with PBS and chased  in normal culture medium 
supplemented 10% FCS and 0.3 mg/ml unlabeled methionine for the time periods indicated in the 
respective experiments. Subsequently, cells were washed with cold PBS and lysed with RIPA buffer 
supplemented  with  1%  phosphatase  protease  inhibitors  on  ice  for  10  minutes.  Lysates  were 
collected by centrifugation at 13,200 rpm for 30 minutes and subsequently loaded equally on 4‐12% 
Bis‐Tris gel for separation. Proteins were eventually transferred to nitrocellulose membrane, dried 
and  exposed  to  X‐ray  film  for  autoradiography.  Quantitative  analyses  were  performed  by 
densitometry using the Quantity One software package. 
2.2.4.6. Scintillation counting 
After  radiolabeling  with  [35S]‐methionine,  cells  were  lysed  with  RIPA  lysis  buffer.  Lysates  were 
cleared  by  centrifugation  and  proteins  in  the  supernatant were  precipitated with  trichloroacetic 
acid (TCA) as mentioned in 2.2.4.7. After sedimentation of precipitates by centrifugation at 13,200 
rpm for 30 minutes, pellets were collected and dissolved in 20 µL buffer containing 1% SDS and 50 
mM  Tris  supplemented with  1  µL  Tris  1 M.  Subsequently,  the  suspension was mixed with  the 
scintillation  cocktail  and  the  measurement  was  performed  according  to  instructions  from  the 
counter’s manufacturer.  
2.2.4.7. Protein precipitation by Trichloro acetic acid 








Cells were  lysed  in  hypotonic  buffer D  and membrane  isolated  as  described  under  2.2.4.1.  The 
membrane  pellet  was  then  re‐suspended  in  Citrate  buffer  supplemented  with  1% 
protease/phosphatase  inhibitors  and  incubated  in  the  absence  or  presence  of  γ‐secretase 
modulators at 37°C for 2 h as indicated in the respective experiments. Samples were centrifuged at 






Secretion of Aβ peptides  in  conditioned medium  and  cell  lysates were quantified by  a  sandwich 
immunoassay using  the Meso  Scale Discovery  Sector  Imager 2400  (Meso  Scale Discovery  Sector, 
Gaithersburg,  MD)  as  previously  described  (Tamboli  et  al.,  2011a).  The  concentrations  of  Aβ 
peptides were normalized to total cellular protein concentration of corresponding cell pellets. 
2.2.5. Statistical analysis 
ECL  signals of  immunoblotting were measured  and  analyzed by  chemiluminescence  imaging  and 








First,  the  metabolism  of  APP  was  characterized  under  different  nutritional  conditions  (lipid 
storage and amino acid deprivation) and pharmacological modulation of autophagy. These results 
are  parts  of  one manuscript  in  preparation  and  two  published  papers  (Tamboli  et  al.,  2011a; 
Tamboli et al., 2011b). 
3.1.1. Lipid accumulation impairs degradation of APP‐CTFs 







In  order  to  investigate  the  involvement  of membrane  lipids  in APP metabolism, APP  expression 
levels were assessed upon an addition of different  lipids. To partly  recapitulate  LSDs  in vitro, H4 
neuroglioma  cells  were  incubated  without  (Ctr)  or  with  50  ng/µl  GSLs  purified  bovine  brain 
gangliosides  for  48  h.  The  study  initially  analyzed  autophagy  via  changes  in  the  amount  of 
autophagosomes  as measured  by  the metabolism  of  the microtubule‐associated  protein  1  light 
chain 3/MAP1LC3LC3 (shortly LC3). As described in the introduction, LC3 is a widely used marker for 
autophagosomes as  it  is  converted  from a  cytosolic  form  (LC3‐I)  to a phosphatidylethanolamine‐
conjugated form (LC3‐II) and recruited to the autophagosomal membrane during autophagosomal 
synthesis  (Yang  and  Klionsky,  2010).  The  treatment with  GSLs  did  not  alter  levels  of  LC3‐I,  but 
significantly  increased  LC3‐II  levels  (Fig. 3.1 A),  leading  to elevated  LC3‐II/LC3‐I  ratio  (Fig. 3.1 B). 
However, because autophagy is a dynamic process, the increase of LC3‐II/LC3‐I ratio could be due to 
enhanced  autophagosomal  synthesis  (conversion  from  LC3‐I  to  LC3‐II)  or/and  decreased 
autophagosomal clearance  (LC3‐II degradation).  Importantly, while APP‐full  length  (APP‐FL)  levels 
were  unchanged,  APP‐C  terminal  fragments  (APP‐CTFs)  levels  were  strongly  elevated  in  GSLs‐
treated  cells  as  compared  to  controls  (Fig.  3.1  A),  resulting  in  a  significant  increase  of  APP‐
CTFs/APP‐FL  ratio, which  indicates a selective accumulation of APP‐CTFs  (Fig. 3.1 C). Therefore,  it 









After  lysis  in  RIPA  buffer,  cell  lysates  were  separated  by  SDS‐PAGE  and  proteins  were  transferred  to 
nitrocellulose membranes. The  indicated proteins were detected by  immunoblotting and visualized by ECL 
imaging.  β‐Actin was  used  as  loading  control.  B‐C, Quantification  of  the  indicated  proteins was  done  by 
densitometry. The graphs show the ratios of LC3‐II/LC3‐I (B) and APP‐CTFs/APP‐FL (C). Values are means of 




To  test  this  hypothesis,  the  subcellular  localization  and  expression  levels  of  LC3  and  APP were 
analyzed by  fluorescence microscopy. H4  cells were  incubated  in  the presence or absence of 50 
ng/µl GSLs  for  48  h  and  stained with  LC3  and  APP‐CTF  antibodies. Double‐immunofluorescence 
labeling with LC3 and APP‐CTF antibodies revealed the accumulation of APP in LC3‐positive vesicles 
in  GSLs‐treated  as  compared  to  control  cells  (Fig.  3.1  D).  Since  autophagy  is  defective  in  LSDs 












Niemann‐Pick  type  C  (NPC)  disease  is  a  fatal  autosomal  recessive  neurodegenerative  disorder, 
characterized by abnormal accumulation of  cholesterol and GSLs  in  the  liver,  spleen, and  central 
nervous system (Bauer et al., 2013; Karten et al., 2009). Therefore, a cell model of NPC (NPC1‐/‐ null 
CHO cells) was used to assess effects of lipid storage on APP metabolism. LC3‐I levels were similar in 
NPC1‐/‐  and CHO  cells, whereas  LC3‐II  levels were  strongly  increased  in NPC1‐/‐  cells  (Fig.  3.2 A), 
resulting  in  an  increased  ratio  of  LC3‐II/LC3‐I  (Fig.  3.2  B).  Interestingly, while WT  cells  showed 
predominantly APP‐FL  and  very  low APP‐CTF  levels, NPC1‐/‐  cells  had  a  slight  increase  in APP‐FL 
levels (Fig. 3.2 A, C), and a marked increase in APP‐CTF levels (Fig. 3.2 A, D), resulting in an elevated 
APP‐CTFs/APP‐FL ratio (Fig. 3.2 E). Thus, the data from the effects of GSL supplementation on APP 




targeting  different  stages  of  the  process.  The  amino  acid  and  growth  factor  deprived medium 
Earle's Balanced Salt Solution (EBSS) is known to activate autophagic initiation by suppression of the 
mammalian target of rapamycin (mTOR) complex actitivity, and enhances  lysosomal activity (Zhou 
et  al.,  2013). Accordingly, H4  cells were  subjected  to  EBSS medium  for  0,  0.25,  0.5,  1  and  6  h. 
Starvation  from  0  to  1  h  increased  the  LC3‐II/LC3‐I  ratio,  which  might  suggest  an  enhanced 
conversion from LC3‐I to LC3‐II at early stages of starvation‐induced autophagy or that the rate of 




contrast,  starvation  from  1  to  6  h  decreased  the  LC3‐II/LC3‐I  ratio,  suggesting  an  elevated 
autophagosomal  clearance  as  compared  to  the  sysnthesis  (Fig.  3.3 A,  B).  Interestingly,  the APP‐
CTFs/APP‐FL  ratio was  unchanged  after  0.25  h  and  then  decreased  in  time  dependent manner 







By extension, autophagic degradation of APP‐CTFs was also  investigated  in  inhibition of  lysosomal 
activity. H4 cells were treated with different lysosomal inhibitors including 20 μM leupeptin for 24 
h,  50  nM  bafilomycin A1  (Bafi)  for  12  h,  or  50  μM  chloroquine  (Chlo)  for  12  h.  Leupeptin  is  an 
inhibitor  of  cysteine,  serine  and  threonine  proteases  thereby  blocking  lysosomal  protein 
degradation (Klionsky et al., 2012). Bafilomycin A1  is a specific  inhibitor of the vacuolar‐type H(+)‐
ATPase, which  inhibits acidification and  therefore protein degradation  in  lysosomes  (Yoshimori et 
al.,  1991).  Chloroquine  is  a  lysosomotropic  compound  that  elevates/neutralizes  the 
lysosomal/vacuolar  pH  (Klionsky  et  al.,  2012).  The  inhibition  of  lysosomal  function  was  firstly 
assessed by  the processing of Cathepsin D  (Cat D), which  is an abundant aspartic endopeptidase, 
and plays major  role  in protein proteolysis  in  lysosomes  (Benes et  al., 2008; Metcalf  and  Fusek, 
1993).  Importantly,  Cat  D  processing  is  affected  by  lysosomal  acidity  and  cysteine  proteases 




processing. Thus,  the data confirm of  the  inhibition of  lysosomal acidification by bafilomycin and 
chloroquine treatments; and cysteine protease activity by leupeptin treatment.  







levels  (Fig.  3.4  A,  D),  demonstrating  an  increased  APP‐CTF  accumulation  upon  the  inhibition  of 
autophagic‐lysosomal clearance. 












Surprisingly,  trehalose  treatment  led  to a  strong  increase of  the both APP‐FL and APP‐CTF  levels 
already after 24 h (Figure 3.5 A, B). However,  longer trehalose treatment had no additional effect 
on the APP‐FL and APP‐CTF  levels  (Fig. 3.5 A, B). Similar to APP, both LC3‐I and LC3‐II  levels were 




trehalose  treatment.  To  further  assess  lysosomal  function,  processing  of  Cat  D  was  analyzed. 
Interestingly,  Cat  D  processing  was  impaired  upon  cell  treatment  with  trehalose  in  a  time‐
dependent  manner,  demonstrated  by  elevated  Cat  D‐precursor  and  intermediate  forms,  with 
concurrent decrease in the active form of Cat D (Fig. 3.5 A). Accordingly, ratios of Cat D‐active/ Cat 
D‐FL were strongly reduced upon cell incubation with trehalose (Fig. 3.5 D), indicating a reduction of 



















hypothesis,  γ‐secretase  in  vitro assay was performed with purified membranes of H4  cells. After 
incubation, membranes were centrifuged to separate pellets and supernatants for the detection of 
APP‐CTFs and AICD,  respectively. The  ratio of AICD/APP‐CTFs was used  to assess  the  γ‐secretase 
activity. As expected,  the pharmacological  inhibition of γ‐secretase by  the  specific  inhibitor DAPT 








vitro assay  in H4 cells.  Isolated membranes of H4 cells were  incubated  in citrate buffer supplemented with 
either  10  µM  DAPT  or  100 mM  trehalose  at  37oC  for  2  h  and  then  centrifuged  to  separate  pellets  and 
supernatants. The proteins of the pellets and supernatants were separated by SDS‐PAGE and blotted for APP‐
CTFs and the APP intracellular domain (AICD) detection, respectively. B, Quantification of the AICD/APP‐CTFs 
ratio  from the blot  (A)  (n=2). C,  Immunoblotting of APP  in MEF wild‐type  (WT) and MEF presenilin 1 and 2 
double knock out (PSdKO)  lysates after treatment with 100 mM trehalose for 24 h. D, Quantification of the 
APP‐CTFs/APP‐FL ratio from (C) (n=2). Bar graphs represent mean ± S.D.   
To  further  confirm  this  observation,  MEF  wild‐type  (PSWT)  and  MEF  PS1/2  double  knock‐out 
(PSdKO) were treated with 100 mM trehalose for 0 and 24 h. As expected, the basal levels of APP‐
CTF were much higher in PSdKO than in PSWT cells (Fig. 3.6 C, D). Importantly, trehalose treatment 





3.1.2.3.  Trehalose  regulates  autophagic  degradation  of  APP‐CTFs  in  a  glucose  independent 
manner 
The  intracellular pathways by which  trehalose  is metabolized and  regulates cell  signaling are  still 
unknown. Since  trehalose  is a disaccharide composed of  two D‐gluclose monosaccharides,  it was 
tested  whether  glucose  is  involved  in  trehalose‐regulated  autophagic  degradation  of  APP‐CTFs. 
Therefore, H4 cells were treated with 100 mM trehalose or 150 mM glucose for 24 h. Notably, the 















with  100 mM  trehalose or  100 mM Mal  for  24 h.  LC3, APP  and  Cat D were  immunobloted  from  cellular 
lysates. F‐H, Quantification graphs from the LC3 (F), APP (G) and Cat D (H) blots from (A) (n=3). Bar graphs 
show mean ± S.D.  
In  addition, maltose  is  a  disaccharide  similar  to  trehalose  that  is  also  composed  of  two  glucose 
molecules.  The  difference  between  these  two  disaccharides  is  the  type  of  the  glycosidic  bond 
linking the two glucoses. While the glucose molecules  in maltose are coupled by an α‐1,4  linkage, 
they  are  coupled  by  an  α‐1,1  glycosidic  linkage  in  trehalose  (Venables  et  al.,  2008)  (Fig.  3.7 A). 
Therefore,  to  test whether  trehalose‐regulated  autophagic  degradation  of  APP‐CTFs  is  generally 
affected  by  disaccharides,  H4  cells  were  treated  with  100 mM maltose  or  100 mM  trehalose. 






treatment as  indicated by decreased Cat D‐active/Cat D‐FL  ratio, whereas  it was not affected by 
maltose treatment (Fig. 3.7 E, H). Altogether, these findings indicate that the inhibiton of autophagy 








described  in  (A). After  fixation, cells were stained  for  lysosomal marker Lamp2 primary antibody and Alexa 
fluor  350  secondary  antibody.  Representative maximum‐intensity  layers  of  Apotome  optical  sections  are 
shown.  Co‐localization  panels  show  overlapping  mCherry–LC3  and  GFP‐LC3  signals.  Scale  bar  10  µm. 
C, Autolysosome  acidification  in  H4‐mCherry‐GFP‐LC3  cells  upon  these  treatments  was  quantified  by 
quenching of GFP‐LC3 signals. GFP and mCherry positive punctae was counted in random two 150 μm2 boxes 
per cell (n=10). Bar graphs show mean ± S.D. NS represents non‐significant.   
The  described  data  showed  an  involvement  of  trehalose  and  other  autophagic/lysosomal 
modulators  (EBSS  starvation  medium  and  chloroquine)  in  APP‐CTF  metabolism  and  Cat  D 
processing. Since proper acidification is crucial for lysosomal function (Mindell, 2012), it was initially 





24 h. As  chloroquine neutralizes  lysosmal pH  (Klionsky et al., 2012) and  cell  starvation has been 
reported  to  promote  lysosomal  acidification  (Ni  et  al.,  2011;  Zhou  et  al.,  2013),  H4  cells were 
subjected in EBSS medium for 3 h or 50 µM chloroquine‐containing medium for 12 h for the positive 
controls.  Measurement  of  lysosomal  pH  by  a  LysoSensor  (LysoSensor  yellow/blue  DND‐160‐
Dextran) revealed that the average lysosomal pH value in control cells was approximately 4.7. Cell 
incubation with EBSS medium  significantly decreased  the  lysosomal pH  to 4.5, while chloroquine 
significantly  increased  it to approximately 6.0.  Interestingly, the  lysosomal pH  in trehalose‐treated 
cells was  comparable  to  the  chloroquine‐treated  cells, approximately 6.0  (Fig. 3.8 A). These data 
indicate that trehalose interferes with lysosomal acidification. Thus, the observed effects on protein 
accumulation in trehalose‐treated cells likely involve improper regulation of the lysosomal pH.  
GFP‐LC3  is being widely used as a  fluorescent marker of autophagosomes. However, GFP  is acid‐
sensitive, and thus its fluorescence decreases in acidic compartments, i.e. when GFP‐LC3‐anchored 
autophagosomes  fuse  with  endosomes  and  lysosomes  (Pankiv  et  al.,  2007).  In  contrast,  a 
monomeric red fluorescent protein mCherry  is acid‐stable. Therefore, a tandem fusion of an acid‐
insensitive red fluorescent protein (mCherry) and an acid‐sensitive green fluorescent protein (GFP) 
at  the  N‐terminus  of  LC3  will  be  a  useful  tool  to  alternatively  assess  lysosomal  acidification. 
Accordingly, H4  cells  stably  expressing mCherry‐GFP‐LC3 were  generated.  The  expression  of  the 
double‐tagged  fusion  proteins  was  confirmed  by  immunobloting  and  fluorescent  microscopic 
analyses (data not shown). Subsequently, H4‐mCherry‐GFP‐LC3 cells were cultured in EBSS medium, 
chloroquine  or  trehalose‐containing  medium  as  described  previously.  Counting  fluorescent 
structures  from  the  acquired  images  revealed  that  control  cells  showed  predominantly mCherry 
punctae,  but  very  few  GFP  punctae  (Fig.  3.8  B).  Quantification  indicated  that  the  number  of 
mCherry punctae was approximately  ten‐time higher  than GFP punctae  (Fig. 3.8 C). This could be 
explained that under basal conditions, GFP fluorescence is efficiently quenched in the acidic milieu 








was  a  large  overlap  in mCherry  and  GFP  fluorescence  (Fig.  3.8  B,  C),  indicative  for  inefficient 
quenching of  the GFP  signals. These observed effects  are due  to neutralized  lysosomal pH upon 
chloroquine treatment (Klionsky et al., 2012). Interestingly, trehalose treatment affected autophagy 











visualize  lysosomal  and  autolysosomal  structures.  Interestingly,  the  staining  showed  the  Lamp2‐
positive signals in aggregate‐like structures upon chloroquine and trehalose treatment (Fig. 3.8 B).  




3.2.  Famillial  Alzheimer’s  disease‐associated  mutations  in  presenilin‐1  impair 
autophagy 
Recently, Presenilin  (PS) proteins have been  linked to  lysosomal  function or autophagic activity  in 
blastocysts and fibroblasts (Coen et al., 2012; Lee et al., 2010; Neely et al., 2011; Zhang et al., 2012).  
In  this  part  of  the  project,  the  role  of  PS1  in  the  regulation  of  autophagy was  investigated  in 
neuronal cell models. The study was mainly conducted with human induced pluripotent stem cells‐
derived neurons (iPSC‐DN), and human embryonic stem cells‐derived neurons (ESC‐DN). The project 





healthy  individuals, Ctr1  and Ctr2,  carrying PS1 wild‐type  (details were described  in  the method 
2.2.3.2). One clone of each control iPSC and two clones of AD iPSC were subsequently differentiated 
into homogenous lt‐NSC according to established protocols (Falk et al., 2012; Koch et al., 2009) and 
further  into mature neuronal  cultures. The generation and  characterization of  the obtained  iPSC 
clones,  lt‐NES and neuronal populations have been described  in detail previously  (Mertens et al., 
2013). The PS1 genotypes were verified by  sequencing of genomic DNA at  the  lt‐NES  stage. The 
efficiency of neuronal differentiation was evaluated by staining with neuronal markers β‐III‐tubulin 
and Map2ab.  The  staining  showed  that  75‐85% of  cells were positive  for  the neuronal markers. 










is  the major peptide  generated  from  γ‐secretase  cleavage of APP‐CTFβ  (Jarrett et  al., 1993),  the 
data  also  indicated  the  partially  loss‐of‐function  of  γ‐secretase  as  implicated  in  previous  studies 
(Kelleher  and  Shen,  2010;  Moehlmann  et  al.,  2002).  Thus,  iPSC‐DN  originating  from  healthy 









Next, PS1 expression  in  the different  clones was assessed after neuronal differentiation. Cellular 
membranes were isolated and subjected to Western immunoblotting. Antibody 3111 raised against 
an  N‐terminal  fragment  predominantly  detected  a  30  kDa  protein,  representing  an  N‐terminal 
fragment  of  PS1  derived  from  endoproteolytic  processing  (Fig.  3.9  A).  Consistent with  previous 
results (Ratovitski et al., 1997; Thinakaran et al., 1996; Walter et al., 1997), levels of full‐length PS1 
were  much  lower.  Importantly,  levels  of  PS1‐NTF  were  comparable  between  control  and  AD 












catalytically  inactive variant D385N  (PS1DN), and  two FAD‐linked PS1 mutants PS1  L166P  (PS1LP) and PS1 
A79V  (PS1AV). B‐C, Quantification of  the PS1  (B) and APP blots  (C) by ECL  imaging  (n=2). The graphs show 
expression levels of PS1 C‐terminal fragments (CTFs) and total PS1 (B), and the ratio of APP‐CTFs/APP‐FL (C). 
D‐F,  Measurement  of  secreted  Aβ40  (D)  and  Aβ42  peptides  (E),  and  the  ratio  of  Aβ42/Aβ40  (F).  The 
measurement was performed in biological triplicates.  
Due to  limited number of FAD‐associated PS1 mutants  in  iPSC and potential clonal variations, the 
study was extended to human ESC. To specifically assess the function of γ‐secretase and PS1 in this 
cellular model system, the ESC‐derived lt‐NSC were lentivirally transduced with different human PS1 
variants  including PS1 wild‐type  (PS1WT), the catalytically  inactive D385N variant of PS1  (PS1DN), 
and two FAD‐linked PS1 mutants L166P (PS1LP) and A79V (PS1AV). The PS1‐transgenic lt‐NSC were 




clones  was  previously  verified  by  expression  of  beta‐III  tubulin  in  almost  80%  of  the  cells. 
Additionally,  the  neuronal  cultures  also  demonstrated  expression  of  neuronal‐specific  APP695 
variant and secretion of Aβ peptides (Koch et al., 2012).  
In  this  study,  the  transgenic  expression  of  the  different  PS1  variants was  analyzed  by Western 
immunoblotting. Different pattern of PS1 expression were observed in the individual clones due to 
endoproteolytic  processing.  PS1WT,  PS1LP  and  PS1AV  cells  expressed  predominantly  PS1‐CTFs, 
while  PS1‐FL  was  hardly  detectable  (Fig.  10A,  B).  In  contrast,  PS1DN  cells  showed  a  strong 
accumulation of the PS1‐FL and suppressed endogenous PS1‐CTFs as compared to control cells (Fig. 
3.10  A,  B).  This  result  is  consistent with  no  endoproteolysis  of  the  catalytically  inactive  PS1DN 
variant  and  a  dominant‐negative  effect  on  endogenous  PS1  incorporation  into  the  γ‐secretase 
complex  (Wolfe  et  al.,  1999).  In  addition,  total  PS1  levels  in  PS1  overexpressing  cells  were 
significantly elevated as compared  to  control  (Fig. 3.10 A, B). As estimated by densitometry, PS1 
overexpressing cells had approximately three times more PS1 than control cells (Fig. 3.10 B). Next, 
endogenous  APP  processing  was  assessed  by  detection  of  APP‐FL  and  APP‐CTFs.  As  expected, 
PS1WT overexpressing  cells  showed  low  levels of APP‐CTFs due  to  increased  γ‐secretase  activity 
(Fig.  10A,  C).  In  contrast,  PS1DN  cells  displayed  an  accumulation  of  APP‐CTF  levels  due  to  the 
expression  of  inactive  PSDN  and  the  suppression  of  endogenous  γ‐secretase  activity.  PS1LP  and 
PS1AV expressing cells also displayed an accumulation of APP‐CTF levels, but this effect was lower 
as compared to the PS1DN expressing cells (Fig. 3.10 A, C). Since FAD‐linked PS1 mutants are well 
known  to  increase  the  Aβ42/Aβ40  ratio,  the  expression  of  PS1  variants  in  ESC‐DN was  further 
evaluated by  a measurement of  secreted Aβ  isoforms. Previous  characterization has  indicated  a 
reduced  secretion  of  both Aβ40  and Aβ42  in  PS1DN  cells,  and  an  increased Aβ42/Aβ40  ratio  in 
PS1LP  cells due  to  selective  reduction  in  the Aβ40  secretion  (Koch et  al., 2012). This  indicates a 
partial  loss‐of‐γ‐secretase  function  of  PS1LP  cells.  However,  the  measurement  in  PS1AV  cells 
revealed unchanged Aβ42/Aβ40 ratio (Fig. 3.10 F) although the secretion of Aβ40 were significantly 
reduced  compared  to  PS1WT  overexpressing  cells  (Fig.  3.10  D,  E).  In  general,  the  increased 
Aβ42/Aβ40  ratio  in  FAD‐linked  PS1 mutants might  be  caused  by  either  increased  Aβ42  and/or 
decreased Aβ40 production (Larner and Doran, 2006; Repetto et al., 2007; Selkoe, 2011; Shen and 
Kelleher,  2007;  Sisodia  and  St  George‐Hyslop,  2002).  Thus,  the  decrease  of  Aβ40  and  Aβ42  (in 
trend) production  in PS1AV overexpression demonstrate  a  strong  loss‐of‐function of  γ‐secretase. 







Figure  3.11:  Characterization  of  mouse  embryonic  fibroblasts  (MEF)  carrying  PS1  variants.  Parental 










autoproteolysis  (Fig.  3.11  A).  Densitometric  quantification  showed  that  total  PS1  levels  were 
comparable between PS1WT and PS1DA cells (Fig. 3.11 B). To confirm the PS‐dependent γ‐secretase 
activity  in  MEF  expressing  PS1  variants,  APP  processing  was  assessed  by  immunoblotting.  As 
compared  to PSdKO  cells,  the expression of PS1WT  resulted  in  strongly decreased  levels of APP‐
CTFs,  while  levels  of  APP‐FL  were  similar.  Thus,  the  data  demonstrate  increased  activity  of  γ‐
secretase upon re‐expression of PS1WT, resulting  in higher cleavage of APP‐CTFs.  In contrast, the 
expression of PS1DA showed very similar expression of both APP‐FL and APP‐CTFs as compared to 






were  initially performed  in  iPSC‐DN with  control expressing endogenous PS1WT and AD neurons 
expressing PS1AV mutant. Cells were radiolabeled with [35S] L‐methionine for 1 h and chased for 0, 





that  the degradation of  short‐lived proteins  is not  altered by  the PS1AV mutant  in AD neurons. 
Interestingly,  a  significant  difference was  observed  in  the  degradation  of  proteins  after  16  h  of 
chase, which are considered as long‐lived (Fig. 3.12 A, C). Particularly, while control neurons turned‐
over  about  59 %  (Ctr1:  ~  58 %,  Ctr2:  ~  61 %)  of  radiolabeled  proteins  after  16  h  of  chase,  AD 
neurons only degraded about 44 % of radiolabeled proteins. Interestingly, very similar results were 







Figure 3.12: Altered proteolysis of  long‐lived proteins  in PS1 mutant and PS deficient cells.  iPSC‐DN (A‐C), 
ESC‐DN (D‐E) and MEF (F) expressing PS1 variants were  labeled with [S35] L‐methionine for 1 hour and then 
chased for the indicated times. Protein lysates of iPSC‐DN (A) and ESC‐DN (D) were separated by 4‐12% Bis‐
Tris  gels,  transferred  to  nitrocellulose  membranes  and  protein  degradation  was  measured  by 
autoradiography. B, Quantification of  autoradiography  (A)  (n=2). C,  Scintillation  counting of  TCA‐insoluble 
factions  from  lysates  of  iPSC‐DN  normalized  to  cellular  protein  concentrations.  The  measurement  was 
performed  from  a  triplicate  experiment.  E,  Quantification  of  autoradiography  (D)  from  two  duplicate 
experiments.  F,  Quantification  of  autoradiography  from MEF  (n=1)  (data  not  shown).  The  quantification 
graphs show percentages of radiolabeled protein degradation + SEM. NS represents non‐significant.   
To verify  this effect of PS1  in  the global protein metabolism  in an  independent neuronal model, 










Interestingly,  consistent with  the  findings  obtained  from  both  human  ESC‐DN,  re‐expression  of 
PS1WT  in  PSdKO MEF  strongly  increased  protein  degradation, whereas  the  re‐expression  of  the 




















LC3‐II were  strongly decreased  in AD neurons, while LC3‐I was  increased as compared  to control 
neurons, resulting in a significant decrease in the ratio of LC3‐II/LC3‐I (Fig. 3.13 A, B). This suggests a 
reduced  conversion  from  LC3‐I  to  LC3‐II  or  a  decreased  autophagosomal  synthesis,  rather  than 
enhanced autophagic flux in AD cells. Based on this observation, the expression of proteins involved 





BECN1  levels were  very  similar  in  control  and  AD  neurons  (Fig.  3.13  A,  C, D).  Interestingly,  the 
phosphorylation  of  Bcl‐2  at  S70  was  strongly  reduced  in  AD  neurons  as  compared  to  control 
neurons  (Fig. 3.13 A, C), resulting  in decreased p‐Bcl‐2/Bcl‐2 ratio  in AD cells  (Fig. 13C). Together, 











(C) and BECN1 blots  (D) by ECL  imaging. Bar graphs represent means of two duplicate experiments  (n=4) ± 
S.D. E, Lentiviral  transduction of RFP‐LC3  to visualize autophagic vesicles  in ESC‐DN. Neuronal morphology 
was  confirmed  by  β  III‐  tubulin  (TUJ‐1)  and  nuclei were  stained  by DAPI.  Scale  bar  represents  10  µm.  F, 
Quantification of RFP‐LC3 punctae in neurons (n> 20), LC3 positive punctae were counted in 100 μm2 box per 
cell. Bar graphs represent means ± S.D. NS prepresents non‐significant.  
To  proof  these  findings  in  an  independent  neuronal model,  autophagy was  next  investigated  in 
human  ESC‐DN  overexpressing  different  PS1  variants.  Importantly,  while  LC3‐I  levels  were 
comparable between overexpressed PS1 variants, LC3‐II levels were significantly reduced in PS1DN, 
PS1LP and PS1AV expressing cells as compared  to PS1WT expressing cells,  resulting  in decreased 
LC3‐II/LC3‐I  ratio  in  PS1 mutant  cells  (Fig.  3.14  A,  B).  Interestingly,  although  Bcl‐2  levels  were 




PS1WT  expressing  cells  (Fig.  3.14  A,  D).  This  suggests  an  involvement  of  γ‐secretase  activity  in 
BECN1 expression.  
Given  the  strong decrease  in  LC3‐II  in  the PS1 mutant  cells,  autophagosomes were  visualized  to 




























inactive PS1DA variant  in PSdKO cells resulted  in no obvious change  in both LC3‐I and LC3‐II  levels 
(Fig. 3.15 A, B).  Furthermore,  the  role of PS1/γ‐secretase activity  in BECN1/Bcl‐2  interaction was 
also assessed. Notably, levels of Bcl‐2 and BECN1 were comparable in all PS1 variants (Fig. 3.15 A‐C). 








E). Quantification  from acquired  images  revealed a significantly  increased number of LC3 positive 
punctae  in PS1WT  cells upon  the expression  in PSdKO  cells.  In  contrast, PS1DA  cells  revealed no 
change in the number of LC3 positive punctae as compared to PSdKO cells (Fig. 3.15 F). Thus, these 
data  are  consistent  with  the  observations  in  the  immunoblotting  analyses.  Since  PS1  and  γ‐
secretase components have been shown to  localize to the  lysosomal membrane  (Pasternak et al., 
2003), the role of PS1/γ‐secretase  in autophagosome‐lysosome fusion was assessed by co‐staining 
of  LC3  and  Cat  D  positive  punctae.  However,  the  result  revealed  no  significant  difference  in 
percentage  of  LC3  in  colocalization  with  Cat  D  per  total  LC3  punctae  between  PS1  variants, 
suggesting that fusion of autophagosomes and lysosomes is comparable in all PS1 variant cells (Fig. 
3.15  E,  G).  This  finding  implies  that  autophagosome  and  lysosome  fusion  is  not  affected  by  γ‐
secretase activity.  
In summary,  the data  indicate  reduced  induction of autophagy  in cells expressing FAD‐associated 
PS1 mutants or a complete loss of γ‐secretase activity. 
3.2.2.2. Modulation of autophagy in cells expressing different PS1 variants 
Given  the  involvement  of  PS1  in  the  initiation  of  autophagy  under  basal  conditions,  next 
experiments  were  designed  to  further  assess  the  role  of  PS1  under modulation  of  autophagic 




reduction of autophagic  initiation was confirmed  in AD neurons, the  incubation of control and AD 
neurons with  either Neurobasal‐A  or  rapamycin‐containing medium  did  not  cause  a  remarkable 
change  in  the  conversion  of  LC3‐I  to  LC3‐II  or  in  the  LC3‐II/LC3‐I  ratios  as  shown  in  the 
representative data  (Fig. 3.16 A, B). This  suggests an unchanged autophagosomal  synthesis upon 
starvation and rapamycin treatment  in AD neurons. This observation could be due to already high 
basal autophagic activity  in neurons as described previously  (Boland et al., 2008; Komatsu et al., 
2007).  For  further  confirmation,  the  same  experiment  was  also  performed  in  human  ESC‐DN 









(Starv)  for  3  h,  10  µg/ml  rapamycin  (Rapa)  for  24  h  or  50  µM  chloroquine  (Chlo)  for  12  h.  B  and  D, 





FAD‐linked  PS1  mutant  in  autophagic  induction  was  alternatively  assessed  upon  chloroquine 
treatment. The  rationale behind  is  that chloroquine  inhibits LC3‐II degradation  in  lysosomes, and 
allows to compare LC3‐II generation between treatment conditions. Therefore, control and AD iPSC‐












levels  and  increased  LC3‐II  levels,  suggesting  an  efficient  conversion of  LC3‐I  to  LC3‐II. After  6 h 
starvation, both  LC3‐I  and  LC3‐II  levels were  strongly  reduced  suggesting  an efficient  conversion 
from LC3‐I to LC3‐II and clearance of LC3‐II (Fig. 3.16 E, F). In contrast, PS1DN cells showed strongly 
reduced  conversion  of  LC3‐I  to  LC3‐II  after  one hour  starvation  and  impaired  LC3‐II degradation 
after six hours starvation (Fig. 3.16 E, F), suggesting an impaired autophagic capacity of cells with no 
γ‐secretase activity upon starvation.    
Altogether,  the data  so  far uncover  the novel  findings  that  FAD‐associated PS1 mutants and  the 
catalytically  inactive variant PS1DN  impair autophagic  induction.  Importantly,  the data also  imply 
the involvement of γ‐secretase activity in autophagic degradation capacity. 
3.2.2.3. Impaired lysosomal activity in PS1 mutant cells 




Since  Cat D  is  an  abundant  aspartic  endopeptidase,  and  its  processing  is  affected  by  lysosomal 
acidity  and  cysteine  proteases  (Benes  et  al.,  2008; Gieselmann  et  al.,  1985; Metcalf  and  Fusek, 
1993), Cat D processing was analyzed in cells expressing PS1 variants. Both control and AD iPSC‐DN 
expressed  predominantly  the  active  form  of  Cat  D,  whereas  the  levels  of  the  precursor  and 
intermediate forms of Cat D were very low (Fig. 3.17 A). Importantly, the levels of the active Cat D 
in AD neurons were much lower than in control neurons (Fig. 3.17 A). Quantification from the blot 
revealed  a  significant  decrease  of  Cat D  active  levels  in  AD  neurons  (Fig.  3.17  B),  indicating  an 
impaired maturation  of Cat D  into  the  catalytically  active  fragment  in AD  neurons. Additionally, 
sequestosome  1  (SQSTM1)  or  p62  protein  is  also  commonly  used  as  the marker  for  lysosomal 
degradation. p62  is  involved  in substrate sequestration during autophagy, but also cleared during 
autophagic flux (Bjorkoy et al., 2005). Consistent with impaired activity of lysosomes, levels of p62 
were increased in AD neurons (Fig. 3.17 A, C). By extension, the reduction of Cat D processing in AD 
neurons  was  investigated  upon  treatment  of  control  and  AD  neurons  with  chloroquine.  The 
treatment  led  to  a  strong  impairment  of  Cat D  processing  in  control  neurons  as  indicated  by  a 
markedly reduced Cat D‐active/Cat D‐FL ratio, but only slightly reduced in AD neurons as compared 
to vehicle treatment (Fig. 17D, E). This finding demonstrates efficient processing of Cat D in control 














MEF  PSdKO,  PS1WT  and  PS1DA.  K  and  L, Quantification  graphs  of  the  Cat  D‐active/FL  ratio  (K)  and  p62 
expression levels (L) from the blot (I) (n=3). Bar graphs represent means ± S.D.  
Consistent  with  findings  in  iPSC‐DN,  the  ESC‐DN  overexpressing  PS1  variants  also  expressed 
predominantly the active form of Cat D, while precursor and intermediate forms were very low (Fig. 































The  Aβ  peptides, which  aggregate  and  accumulate  in  the  AD  brain,  are  derived  by  proteolytic 
cleavage of the APP‐CTFβ by γ‐secretase.  It has been well established that the expression of FAD‐
associated mutations  in APP  increases  the  intracellular accumulation of potentially amyloidogenic 
and neurotoxic APP‐CTFs  in neurons  (McPhie et al., 1997). Additionally, APP‐CTFs can also  trigger 
inflammation,  astrocytosis  (Bach  et  al.,  2001;  Chong,  1997)  and  eventually  neurodegeneration 
(Yankner,  1996).  Especially,  the  overexpression  of  APP‐CTFs  in  the  brain  of  transgenic mice  is 
detrimental and develops AD‐like  features  (Chang  and  Suh, 2005). Therefore,  the metabolism of 
APP‐CTFs might play an  important role  in AD development.  In this study, the role of autophagy  in 
the metabolism of APP‐CTFs was characterized. 
4.1.1. Lipid accumulation impairs degradation of APP‐CTFs 
Recent  studies  indicated  similarities  between  LSDs  and  AD,  including  the  dysregulation  of 
autophagy, which  could  contribute  to  the  development  of  these  disorders  (Boland  et  al.,  2008; 





of  LC3‐II  could  indicate  either  enhanced  formation  of  autophagosomes  or/and  impaired 
autophagosomal clearance. To verify this effect, the studies were further extended by analysis of an 
authentic NPC disease cell model. Consistent with  the observations upon GSLs  treatment, NPC1‐/‐ 











activity  and  thus  increase Aβ peptide  generation  (Tamboli et  al., 2011b). Thus,  the present data 
rather suggest a decreased degradation of APP‐CTFs by autophagy upon GSLs treatment.  
The  targeting of APP and  its derivatives  to  the  lysosomes  is well‐established. APP has previously 
been  shown  to  be  transported  and  processed  to  Aβ within  the  secretory  pathway.  In  addition, 
unprocessed  APP  can  be  endocytosed  and  degraded  in  lysosomes  (O'Brien  and  Wong,  2011). 
However, very little is known about how APP‐CTFs are transported to autophagosomes. Recently, it 




responsible  for  the  recognition  and  selection  of  the  cytosolic  region  of  type  I  transmembrane 
proteins  like  APP  during  endocytosis  (Ohno  et  al.,  1995),  PICALM  binds  to  clathrin, 
phosphatidylinositol, and AP2  to aid  in  the  formation of  clathrin‐coated pits  (Tebar et al., 1999). 
Accordingly,  AP2  cross‐links  LC3  to  APP‐CTFs  and  mediates  endosome‐autophagosome  fusion, 
suggesting  that  the  AP2/PICALM  complex  functions  as  an  autophagic  cargo  receptor  for  the 
recognition  and  shipment  of  APP‐CTFs  from  the  endocytic  pathway  to  the  LC3‐marked 






Aβ,  leading  to  elevated  intracellular  Aβ  levels.  Recent  data  suggest  that  intracellular  Aβ  causes 
neurodegeneration  by  increased  ER  stress,  endosomal/lysosomal  leakage  and  dysfunctional 
mitochondria  (Umeda  et  al.,  2011).  Additionally,  constitutive  autophagy  selectively  degrades 
dysfunctional mitochondria to maintain mitochondrial quality (Kim et al., 2007). Therefore, reduced 
autophagic  flux  results  in  the  persistence  of  dysfunctional  mitochondria,  leading  to  increased 
generation  of  reactive  oxygen  species,  which  subsequently  could  trigger  apoptotic  and 
inflammatory processes (Green et al., 2011; Terman et al., 2010).  
4.1.2. Regulation of APP‐CTF metabolism by autophagic modulation 
Given  that  APP‐CTFs  are  degraded  via  autophagy,  the  present  data  further  confirmed  that 
modulation of autophagic activity affects APP‐CTF metabolism. Initially, autophagy was activated by 
subjecting  cells  into EBSS,  a  glucose‐containing medium  that  is devoid of  amino  acids  and other 
growth factors. As the consequence of autophagic activation, the increased LC3‐II/LC3‐I ratio after 1 









of  autophagy.  The  inhibition  of  mTOR  during  starvation  leads  to  increased  autophagosomal 
formation  (Mizushima,  2010;  Russell  et  al.,  2014).  However,  mTOR  is  also  required  for  the 
reformation of lysosomes upon starvation‐induced autophagy (Yu et al., 2010). Particularly, mTOR is 
reactivated  by  prolonged  starvation;  leading  to  attenuation  of  autophagy  and  regeneration  of 
functional lysosome from autolysosome (Yu et al., 2010). Additionally, the mTOR complex 1 activity 
on lysosomal membranes was recently reported to directly phosphorylate the transcriptional factor 




leading  to  increased  lysosomal  capacity  (Zhou  et  al.,  2013).  Thus,  amino  acid  and  growth  factor 
deprivated medium  (EBSS)  exerts  dual  effects  on  the  autophagic‐lysosomal  pathways,  including 
increased autophagosomal  formation and enhanced  lysosomal activity. Therefore, EBSS  increases 
autophagic degradation of APP‐CTFs.  
Importantly,  blockage  of  autophagosome‐lysosome  fusion  has  been  shown  to  inhibit  lysosomal 
acidification  and  cathepsin  activity,  suggesting  that  lysosomal  activity  is  dependent  on  efficient 
fusion with autophagosomes (Zhou et al., 2013). 
Since APP‐CTFs can be cleaved by γ‐secretase, the decrease of APP‐CTF levels upon starvation might 
not  only  be  caused  by  inhibition  of  lysosomal  degradation,  but  also  involve  stimulation  of  γ‐
secretase  activity.  In  fact,  it  has  been  shown  that  starvation‐induced  autophagy  leads  to  a 
translocation of  the  γ‐secretase  complex  from endosomes and/or ER  to autophagic vesicles. This 
makes autophagic vesicles  to become an  important cellular pool of γ‐secretase during starvation, 
resulting in increased cleavage of APP‐CTFs and Aβ production upon starvation (Yu et al., 2005).  
Next,  to  further  confirm  the  role  autophagy  in  APP‐CTF  metabolism,  lysosomal  function  or 
autophagy was inhibited by treatments with leupeptin, bafilomycin or chloroquine. Interestingly, all 
the  inhibitors  led  to  a  strong  accumulation  of  the  autophagosomal marker  LC3‐II  and  APP‐CTF 
levels, indicating the degradation of APP‐CTFs in autolysosomes. 
Taken  together,  the  present  data  demonstrate  an  important  role  of  autophagic  capacity  in  the 
metabolism of APP‐CTFs, the major process leading to Aβ peptide generation. Thus, understanding 
the regulation of autophagic activity has important implications in biomedicine and AD research in 





type,  BECN1  knockdown  lead  to  the  accumulation  of  APP,  APP‐CTFs  and  Aβ  peptides; whereas 
induction of autophagy via BECN1 overexpression decreases APP, APP‐CTF and Aβ levels (Jaeger et 
al., 2010). Supportingly, reduced BECN1 levels together with increased Aβ levels are observed in AD 
patients  (Pickford  et  al.,  2008).  Additionally,  genetic  reduction  of  BECN1  expression  in  APP 
transgenic mice increased both intraneuronal and extracellular Aβ deposition (Pickford et al., 2008). 




The  experiments  with  trehalose  showed  a  strong  accumulation  of  APP‐CTFs.  This  was  very 
surprising, because  trehalose  is well described  as  an mTOR‐independent  enhancer of  autophagy 




lysosomes.  In contrast, APP  is an  intergral membrane protein, which  is transported to the plasma 
membrane from where it undergoes rapid endocytosis. APP is then recycled back to the cell surface 




al., 2011; Sarkar et al., 2007; Schaeffer et al., 2012). To determine  if  trehalose  treatment  indeed 
enhances  autophagy,  lysosomal  function  has  been  assessed.  Surprisingly,  the  data  indicated  an 
impaired  processing  of  the major  lysosomal  hydrolase  Cat  D,  indicating  an  inhibitory  effect  of 
trehalose on lysosomal function. Thus, in contrast to previous conclusions of other studies, our data 
imply an inhibitory effect of trehalose on autophagy. 
Although trehalose treatment  leads to  increased LC3‐II  levels, very  little  is known how  it regulates 
the  autophagic  machinery.  Our  study  focused  on  well  known  upstream  events  regulating 
autophagosomal  formation,  such  as  the mTOR  and  the  class  III  PI3K  complexes  (Laplante  and 
Sabatini,  2009;  Levine  and  Kroemer,  2008). However,  BECN1,  Bcl‐2  phosphorylation,  and mTOR 
phosphorylation  remained  constant  upon  trehalose  treatment,  implying  that  trehalose  is  not 
involved  in  autophagosomal  formation.  Altogether,  it  is  likely  that  trehalose  rather  decreases 
lysosomal activity.  
Next,  the  study  investigated  the  involvement  of  trehalose  in  γ‐secretase  activity.  By  using  γ‐







(Venables  et  al.,  2008).  Therefore,  to  test  whether  potential  metabolites  of  trehalose  affect 
autophagy, glucose was added into cell medium that already contains 150 mM glucose. In addition, 
the effects of maltose, another disaccharide with  α‐1,4 glycosidic  linkage were also  investigated. 






CTFs,  together  with  impaired  Cat  D  activation.  To  gain  further  insights,  the  lysosomal  pH  was 
measured upon trehalose treatment and compared to the effect of known pH modulators, including 
EBSS medium and chloroquine. As expected, cell  incubation  in EBSS medium significantly reduced 
lysosomal  pH  to  approximately  4.5  compared  to  pH  4.7  of  control  cells,  whereas  chloroquine 




This  notion was  further  supported  by  additional  experiments  using  a  fusion  protein  of  the  pH‐
insensitive red fluorescent protein (mCherry) and a pH‐sensitive green fluorescent protein (GFP) at 
the N‐terminus  of  LC3.  Consistent with  the  pH measurements,  the  tandem  fusion mCherry‐GFP 
tagged LC3 also  revealed  significant changes  in  lysosomal acidification upon  trehalose  treatment. 
Notably, while control cells  showed predominantly mCherry punctae due  to quenching of GFP  in 
efficiently acidified autolysosomes, trehalose treatment increased mCherry and GFP colocalization, 
indicating  an  inefficient  lysosomal  acidification.  In  addition,  aggregate‐like  structures  of  the 















(Settembre  et  al.,  2011;  Zhou  et  al.,  2013).  TFEB  is  regulated  by  a  signaling mechanism  that  is 
sensitive to nutrient and growth factors (Settembre et al., 2011; Zhou et al., 2013). Thus, trehalose 
might  affect  the  proper  function  of  V‐ATPase  and/or  TFEB  and  therefore  leading  to  lysosomal 
impairment.  
In summary, this study re‐examined the role of trehalose, known as mTOR‐independent autophagic 
activator,  in  the  autophagic metabolism  of  APP‐CTFs.  Surprisingly,  and  in  contrast  to  the well‐
established  degradative  role  of  trehalose  in  neurodegeneration‐related  protein  aggregates,  we 
found  that  trehalose  prevented  autophagic  degradation  of  APP‐CTFs.  Since  neurodegeneration‐
associated protein aggregates, such as phosphorylated tau, huntingtin and α‐synuclein mutants are 
considered  to  be  primarily  degraded  in  autophagy,  the  underlying  mechanisms  of  these 
contradictory  effects  of  trehalose  on  intracellular  protein  clearance  are  unclear.  A  possible 
explanation  might  emerge  from  a  recent  study  that  demonstrates  the  involvement  of 
unconventional  secretion  of  aggregated  α‐synuclein  through  exophagy  in  cases  of  impaired 




exophagy  (Ejlerskov  et  al.,  2013).  Supportively,  recent  study  has  shown  that  a  combination  of 
starvation and lysosomal inhibition increase tau secretion in primary neurons, which is likely caused 
by  the  release  of  autophagosomal  contents  into  extracellular  space  (Mohamed  et  al.,  2014). 
Although  still  speculative,  this  mechanism  might  underlie  the  decrease  of  neurodegeneration‐
associated  proteins  upon  trehalose  treatment  since  trehalose  inhibits  lysosomal  function. 
Therefore,  trehalose‐induced  autophagy  dysfunction  might  trigger  both  impaired  APP‐CTF 
degradation in lysosomes and enhanced exophagy to release neurodegeneration‐associated protein 
aggregates. However,  further experiments are needed  to  confirm enhanced exophagy of protein 
aggregates by trehalose.  
An  alternative  explanation  for  decreased  levels  of  neurodegeneration‐associated  protein 
aggregates upon  trehalose  treatment would be  the  involvement of  the other major degradation 
pathway  in  eukaryotic  cells,  UPS.  Tau,  huntingtin  or  α‐synuclein  is  cytosolic  protein  and 
accumulating  evidence  indicates  an  involvement  of  UPS  in  the  reduction  of  these  protein 
aggregates.  For  example,  inhibition  of  proteasome  by  epoxomicin  increased  the  levels  of  α‐





lactacystin  increased mutant huntingtin  EGFP‐HDQ74  aggregates  and  their  toxicity  (Sarkar et  al., 
2007).  Thus,  although  autophagy  is  considered  as  the  major  pathway  to  degrade  protein 
aggregates, a role of proteasome  in reduction of aggregate‐prone proteins thereby affecting their 
aggregate  is  not  excluded.  Furthermore,  trehalose  can  also  act  as  a  chemical  chaperone  and 





shown  beneficial  effects  in  animal  models  and  primary  fibroblast  from  patients  of 
neurodegenerative  disorders  by  decreasing  the  levels  of  toxic  protein  aggregates  and  improving 
clinical  symptoms  and  survival  (Fernandez‐Estevez  et  al.,  2014;  Sarkar  and  Rubinsztein,  2008; 
Schaeffer  et  al.,  2012).  Especially,  trehalose  is  under  investigation  for  a  number  of  medical 
applications  including the treatment of AD and HD (Luyckx and Baudouin, 2011). Additionally,  it  is 
widely used in the food industry, the biopharmaceutical preservation of labile protein drugs and in 
the cryopreservation of human cells (Luyckx and Baudouin, 2011). Therefore, effects of trehalose on 
cellular mechanisms  should be  further  investigated  to evaluate  the  implications  for  therapeutical 
applications.  
 










colleagues  recently  showed  that  both  the  turnover  of  autophagic  substrates  and  lysosomal 
acidification  are  unchanged  in  PS1  deficient  cells  (Zhang  et  al.,  2012).  The  reasons  for  these 
discrepancies remain unclear, but could be due to the use of different methodologies, and cell lines. 
Nevertheless,  how  FAD‐linked  mutations  in  PS1  regulate  autophagy  in  human  differentiated 
















et  al.,  2012;  Koch  et  al.,  2009b; Mertens  et  al.,  2013).  Particularly,  the  established  iPSC  lines 
indicated  sustained  silencing  of  the  reprogramming  transgenes, maintained  a  normal  karyotype, 
expressed the pluripotency‐associated markers alkaline phophatase AP, OCT4, TRA1‐60 and TRA1‐
81, and could develop teratomas (ectodermal, mesodermal and endodermal lineages) upon in vivo 
transplantation  (Mertens  et  al.,  2013).  In  neuronal  cultures,  the  efficiency  of  neuronal 




et  al.,  2012;  Koch  et  al.,  2009b; Mertens  et  al.,  2013).  Overall,  the  differentiation  was  similar 
between  control  and  AD  neurons  in  the  morphology,  basic  electrophysiological  function,  and 
differentiation efficiency (Mertens et al., 2013). 
Further  immunoblot  analysis  revealed  comparable  expression  levels  of  characteristic  PS1‐NTF 
between control and AD neurons. Additionally, PS1‐dependent γ‐secretase activity was elucidated 
via  the processing of APP‐CTFs. Notably,  the expression  levels of APP‐CTFs were  similar between 
control  and  AD  neurons.  Importantly,  previous  study with  the  same  cell models  has  shown  an 
increased Aβ42/Aβ40  ratio due  to a decreased Aβ40  levels  in AD neurons  (Mertens et al., 2013), 










Therefore,  these difficulties may be overcome by  reprogramming primary  cells  from AD patients 
into  iPSC  and  then  subsequently  differentiate  iPSC  into  functional  neurons.  The  differentiation 




NES  were  lentivirally  transduced  with  different  PS1  variants  including  PS1WT,  the  catalytically 




model  with  overexpression  of  PS1  variants  has  been  well  described  by  assessing  neuronal 
morphology, electrophysiology and differentiation efficiency (Koch et al., 2012).  








due  to a decreased of Aβ40 secretion,  indicating a partial  loss of γ‐secretase activity  (Koch et al., 
2012). However, Aβ measurements in this study revealed unchanged Aβ42/Aβ40 ratio PS1AV cells, 
although  Aβ40  secretion was  significantly  suppressed.  This might  be  explained  by  the  fact  that 
overexpression of PS1AV  strongly  increased APP‐CTF accumulation,  suggesting a  strong  loss of γ‐
secretase activity. 
Collectively,  these  findings  illustrated  the  recapitulation  of  certain  AD  related  phenotypes  in 
neuronal models.  Together with  earlier  reports,  neurons  expressing  PS1  variants  are  proven  as 
useful  and  reliable  models  to  investigate  cellular  pathologies  of  AD  in  association  with  PS1 
mutations.  In addition, these neuronal cultures can provide a relevant platform  for screening AD‐
modifying drugs, and supply postmortem and animal‐based studies.  
To  further  allow  assessment  of  cell  type‐specific  and  general  effects  of  PS1  on  autophagy, MEF 
completely  lacking  PS1  and  PS2  (MEF  PSdKO) were  used  as  parental  cell  line  to  transduce with 
lentivectors carrying human PS1WT and the catalytically inactive form of PS1 that lacks the crucial, 









L‐methionine  radiolabeled  long‐lived  proteins  was  initially  elucidated  in  iPSC‐DN.  Long‐lived 
proteins are supposed to be degraded in lysosomes via autophagosomes. Notably, two independent 
methods  of  quantification  revealed  unchanged  short‐lived  protein  degradation  between  control 
and AD neurons. Interestingly, degradation of long‐lived proteins was prevented in AD neurons. In 




secretase  activity  by  overexpression  of  PS1DN  also  impaired  the  protein  turn‐over.  This  result 
further  supports  an  involvement  of  γ‐secretase  activity  in  global  protein  metabolism  during 
autophagy. 
These observations  in neurons derived  from human pluripotent stem cells are  in agreement with 
earlier  reports  in  which  growing  genetic  and  biochemical  evidence  have  identified  lysosomal 
proteolysis failure as the principal basis for autophagy dysfunction in AD (Cataldo et al., 2004; Lee et 
al., 2010; Yang et al., 2011). Similarly, Lee et al demonstrated lower turn‐over of long‐lived proteins 




or  the  inactive  variant  PS1DA were  also  included  in  this  study.  Interestingly,  the  expression  of 
PS1WT in PSdKO cells increased the turn‐over of long‐lived proteins, whereas expression of PS1DA 
had  no  effect.  Thus,  the  loss  of  γ‐secretase  activity  reduces  proteolysis  of  long‐lived  proteins  in 
different  cell  types,  suggesting  a  general  role  this protease  complex  in  the  regulation of  cellular 
protein metabolism.  
The  mechanisms  that  underlie  autophagic  dysfunction  in  PS1  mutant  cells,  however,  remain 
controversial. Since autophagy  is a multiple‐step process, the defect of autophagic capacity might 
result  from  defective  autophagosomal  synthesis,  autophagosome‐lysosome  fusion  or  lysosomal 
function. Additionally,  lysosomal dysfunction,  could also be a  consequence of  reduced  lysosomal 









iPSC‐DN revealed a significant decrease  in LC3‐II  levels and  increase  in LC3‐I  levels  in AD neurons. 
This  suggests  a  reduction of  the  conversion  from  LC3‐I  to  LC3‐II or  autophagosomal  synthesis  in 
PS1AV  mutant  cells.  Additionally,  the  data  also  revealed  a  significant  decrease  of  Bcl‐2 
phosphorylation at Ser70  in AD neurons. Since  the phosphorylation of Bcl‐2 at Thr69, Ser70 and 
Ser87 results in its dissociation from BECN1 and promote autophagosomal synthesis (Laplante and 
Sabatini,  2009;  Levine  and  Kroemer,  2008; Wei  et  al.,  2008),  these  findings  indicate  a  reduced 
induction of autophagy in AD neurons expressing PS1AV mutant.  
Consistent  with  observations  in  iPSC‐DN  endogenously  expressing  the  PS1AV  mutant,  ESC‐DN 
overexpressing FAD‐linked PS1 mutants PS1LP and PS1AV or the inactive PS1 variant also revealed 
reduced  LC3‐II  and  Bcl‐2  phosphorylation  levels  as  compared  to  PS1WT  cells.  To  visualize 
autophagosomal  formation,  fluorescence‐microscopy  analysis  was  performed.  Notably, 
endogenous LC3‐II reactive structure  in neurons derived from both  iPSC and ESC were scarce and 
only  very  faint,  probably  indicating  a  high  constitutive  autophagic  flux  in  neurons  as  described 
previously (Boland et al., 2008; Komatsu et al., 2007a). This might also explain the low LC3‐II levels 
as  compared  to  LC3‐I  levels  observed  in  immunoblot  analyses  from  these  neurons.  However, 




Moreover,  the  involvement  of  PS1  protein  and  γ‐secretase  activity  in  autophagic  induction was 
verified in MEF. Indeed, re‐expression of PS1WT in a PSdKO background significantly elevated both 
LC3‐II and phosphorylated Bcl‐2 levels, whereas the re‐expression of the catalytically inactive PS1DA 
had  no  effect.  Additionally,  immunofluorescence microscopy  also  supported  this  conclusion  by 
showing  significant  increase  of  LC3  positive  punctae  in  PS1WT  expressing,  but  not  in  PS1DA 
expressing  cells.  Thus,  the  data  confirm  the  observed  effects  in  ESC‐DN,  further  supporting  a  γ‐
secretase–activity dependent function of PS1 in autophagy. Importantly, quantification of acquired 
images  suggested  an  unchanged  efficiency  of  autophagosome‐lysosome  fusion  between  PS1 
variants. However,  further  investigations  are needed  to  confirm  this  conclusion. Collectively,  the 
data  from ESC‐DN and MEF expressing different variants of PS1  indicate an  involvement of the γ‐
secretase in autophagy.  
Due  to  the  possibility  that  the  observed  cellular  changes  in  LC3  might  be  attributed  to 




performed  in  neurons  and MEF  expressing  PS1  variants.  However,  LC3 mRNA  levels were  very 
similar  in  cells  expressing  different  PS1  variants  (data  not  shown),  suggesting  that  PS1  is  not 
involved in transcriptional control of LC3. 
Taken together, human neuronal cultures and MEF  indicate the  inhibition of autophagic  induction 
in FAD‐associated mutations of PS1 or complete  loss of γ‐secretase activity,  likely contributing  to 
the  impaired  proteolysis  of  long‐lived  proteins.  The  decreased  autophagosomal  synthesis  in  PS1 
mutant  cells  is  consistent with previous  reports  indicating a  reduced autophagic  induction  in AD 
brains. Indeed, it was reported that the increased autophagy‐inhibitory mTOR signaling and strongly 
decreased BECN1 levels were observed in AD brain (Pickford et al., 2008; Yang et al., 2011). On the 
other  hand,  the  apparent  absence  of  LC3‐II  and  autophagic  vesicles  in  neurons  expressing  PS1 
mutants are contradictory with observations  in AD brains where  the accumulation of autophagic 
vesicles  is  highly  abundant  in  dystrophic  neurites  (Jaeger  and  Wyss‐Coray,  2009;  Kundu  and 
Thompson, 2008; Nixon et al., 2005). For example, AD brains and a mouse model of AD pathology 
(PS1/APP mice,  which  overexpress  FAD‐associated mutations  of  human  PS1  and  APP)  revealed 
abundant autophagic vacuoles, particularly within dystrophic neurites. Additionally, autophagy was 
also evident in the perikarya of AD affected neurons, especially in those with neurofibrillary tangles 
(Nixon  et  al.,  2005;  Yu  et  al.,  2005).  Thus,  a  possible  explanation  for  these  contradictory 
observations would  be  the  difference  in  autophagy  between  the  AD  brains  and  young  in  vitro 
differentiated neurons.  In healthy brains, neurons appear  to have a high  constitutive autophagic 
activity, which leads to high rates of autophagosomal turn‐over. Importantly, the brain seems to be 
a specially protected tissue where nutrients are constantly supplied even from other organs during 
starvation  conditions. Therefore,  the  increased autophagosomes observed  in  the AD brains  likely 
reflect  impaired autophagosomal clearance (Boland et al., 2008; Nixon et al., 2005). However, the 
decrease of autophagic  induction and  thus  in  lower  constitutive autophagic activity, as observed 
here in the young neurons expressing PS1‐FAD mutants might be an early event in the progress of 
AD  pathogenesis.  Consequently,  the  defective  autophagic  induction  potentially  promotes  the 
gradual  accumulation  of  intracellular  undigested  by‐products,  toxic  protein  aggregates  and 
dysfunctional organelles (Son et al., 2012). Thus, it will be interesting to investigate whether these 
accumulations might trigger cellular pathologies that  leads to the persistence of autophagosomes 
as observed  in AD brain upon  longer differentiation or  aging of neurons  in  vitro. Moreover,  the 
possibility  that PS1 mutants  exert effects on  autophagic  flux  and  thereby  lead  to persistence of 
autophagosomes cannot be excluded. 
Importantly, autophagy  is an essential pro‐survival pathway  induced by a variety of stress factors, 









neuronal death  (Boland  and Nixon, 2006).  Supportively,  it has been well documented  that mice 
lacking  the  Atg5  or  Atg7  have  decreased  plasma  and  tissue  amino  acid  concentrations  and  die 




over  of  long‐lived  proteins.  Therefore,  one  could  speculate  that  initiation  of  autophagy  has  an 
important  impact  on  AD  development.  By  extension,  it  has  been  well  documented  that  the 
abrogation of constitutive autophagy by deletion of essential autophagic genes Atg5 or Atg7 in mice 
results  in  neurodegeneration without  overexpression  of  any  pathogenic  protein,  demonstrating 
that blocked autophagic  is  sufficient  to  induce neurodegenerative phenotypes  (Hara et al., 2006; 
Komatsu et al., 2006). Particularly, failure in autophagic induction in these mice leads to persistence 
of  un‐engulfed  cargo  and  promoted  aggregation  of  intracellular  components,  dysfunctional 
organelles or toxic substances (Hara et al., 2006; Komatsu et al., 2006; Komatsu et al., 2007b). Thus, 












these  toxic  proteins.  Indeed,  promoting  the  clearance  of  these  proteins  via  pharmacological 









iPSC‐  and  ESC‐DN,  suggesting  that  constitutive  autophagy  is  already  high  in  neurons.  This  is 
consistent with no apparent autophagic induction in the mouse brain after 48 h of food deprivation 
(Mizushima,  2004).  Additionally,  these  observations  are  also  supported  by    a    low  number  of 
autophagosomes    in   the   normal   brain (Nixon et al., 2005)   and    low    levels   of LC3‐II   protein  in 
neurons (Mizushima, 2004; Pickford et al., 2008; Yu et al., 2005) as  compared  with  other  tissues.   
Since  stimulation  of  autophagy  by  nutrient  starvation  or  rapamycin  could  not  increase  the 
conversion  from  LC3‐I  to  LC3‐II  in neurons,  the effect of PS1 on  autophagosomal  formation was 
investigated  upon  inhibition  of  autophagosomal  degradation.  Interestingly,  LC3‐II  accumulation 
observed upon chloroquine treatment in AD neurons was much lower than in control neurons. This 
indicates a reduced capacity of autophagosomal synthesis in PS1AV mutant cells.  
Additionally, due  to  the  constitutive autophagy  is high  in neurons,  starvation‐induced autophagy 
was  alternatively  investigated  in MEF.  By  subjecting MEF  expressing  PS1WT  and  PS1DA  in  EBSS 
medium for 1 and 6 h, the results suggest both a reduction of autophagic induction and degradation 
in PS1DA  cells upon  starvation.  This  is  indeed  in  agreement with previous  report  indicating  that 
induction of autophagy by serum withdrawal for a short time resulted in higher LC3‐II levels in MEF 
WT, but to a much lesser extent in MEF PS1KO (Zhang et al., 2012). Importantly, these findings also 





The  impaired  proteolysis  of  long‐lived  proteins  in  cells  carrying  FAD‐linked  PS1  mutants  or  a 
complete  loss of γ‐secretase activity prompted us to  investigate  lysosomal  function  in these cells. 
Although  the  initiation  of  autophagy  has  been  shown  to  be  reduced  in  these  cells,  it  remains 
controversial to date whether lysosomal function or autophagic degradation is also affected by PS1. 
To address this, lysosomal function was mainly assessed via the processing of Cat D. In iPSC‐DN, Cat 
D processing was  suppressed  in AD neurons,  suggesting a defect of  lysosomal  function  in PS1AV 
mutant cells. Together with the accumulation of the autophagic substrate p62 in AD neurons, these 
data  imply an  impaired autophagic degradation  in PS1AV mutant, which would also contribute to 
decreased turn‐over of long‐lived proteins.  
By  extension,  control  and  AD  neurons  were  treated  with  chloroquine  to  inhibit  lysosomal 
acidification. Interestingly, chloroquine significantly prevented Cat D processing in control neurons, 







FAD mutants and  inactive variant PS1DN  in both  iPSC‐ and ESC‐DN. Previous study has attributed 
the dysfunction of lysosome in PS deficient cells to impairment of lysosomal acidification (Lee et al., 
2010). However, to verify changes in lysosomal acidity in these cells, more experiments are needed. 





over  of  long‐lived  proteins  in MEF  PSdKO  and  PS1DA  is  unlikely  caused  by  defective  lysosomal 
function,  it  is  rather  caused  by  reduced  autophagic  induction  in  these  cells.  Together  with 
observations in neurons, these findings suggest a cell type‐dependent effect on Cat D processing or 
lysosomal acidification as previously proposed. 
Taken together,  it appears that PS1 mutants not only exert  its  inhibitory effect on the  initiation of 
autophagy, but also  inhibit the completion of autophagy via  impairment of  lysosomal  function, at 
least  in  cultured neurons. Of  course,  it  cannot be excluded  that PS1 also exerts  functions  in  the 
fusion  between  autophagosomes with  endosomal‐lysosomal  vesicles,  or  the  regulation  of  other 






Figure 4.1:  Inhibitory  targets of  trehalose and FAD‐linked PS1 mutants  (PS1 mut.)/loss of  γ‐secretase  (γ‐
sec.) activity on autophagic pathway. Trehalose impairs lysosomal acidification. PS1‐FAD mutants or loss of 
γ‐secretase  activity  impairs  both  autophagosomal  synthesis  and  Cat  D  processing‐dependent  lysosomal 
function  in  human  differentiated  neurons.  PS1/γ‐secretase  targets  the  BECN1/Bcl‐2  interaction  via 
phosphorylation of Bcl‐2. 
Since  FAD‐associated mutations  of  PS1  are  widely  believed  to  cause  loss‐of‐function  of  the  γ‐
secretase activity thereby  leading to the overall reduction of Aβ  levels, the persistence of amyloid 
plaques  observed  in  FAD  patients  carrying  PS  mutations  suggests  the  dysfunction  of  other 





Aβ42  levels  threefold  higher  than  those  in  wild‐type  littermates  (Saido  and  Leissring,  2012). 
Similarly, Cat B deletion elevates Aβ levels  in mice brain  (Mueller‐Steiner et al., 2006). Moreover, 
the severe autophagic pathology not only appears  in cases of EO‐FAD, but also  in  later onset SAD 
(Nixon et al., 2008). This dysfunction could  initiate a pathogenic cascade by  impaired recycling of 
metabolites and accumulation of cellular waste products ultimately leading to neurodegeneration. 
Indeed,  neurons  in  the  AD  brain  accumulate  intraneuronal  Aβ,  and  recent  data  suggest  that 




and  dysfunction  mitochondria  (Umeda  et  al.,  2011).  Especially,  CNS  neurons  appear  to  be 
particularly  dependent  on  lysosome  function  for  eliminating  Aβ   from  endocytic‐autophagic 
pathways  (LeBlanc  and  Goodyer,  1999).  Interestingly,  recent  study  provided  evidence  that 
autophagosomes  can  fuse with endosomes  and  subsequently with plasma membrane  to  release 
their  contents  and  Aβ  into  extracellular  fluids  (Nilsson  et  al.,  2013).  Thus,  autophagy  plays 
important roles  in both  intracellular degradation and secretion of Aβ, thereby affecting Aβ plaque 
formation. Recently, growing evidence has also  indicated that autophagy substantially contributes 
to the turn‐over of tau proteins (Brown et al., 2005; Feuillette et al., 2005; Hamano et al., 2008; Lee 




the execution of  the degradation of different substrates. However, at  the present,  little  is known 
whether lysosomal function is controlled during the process of autophagy. A very recent study has 
provided evidence that inactivation of mTOR complex 1 enhances lysosomal function although it is 
also  known  to  triggers  autophagosomal  synthesis.  Particularly,  suppression  of mTOR  activity  by 
starvation or two mTOR catalytic inhibitors (PP242 and Torin1) leads to increased lysosomal activity 
(Zhou  et  al.,  2013).  Thus,  regulation  of  mTOR  complex  1  inactivation  might  be  a  potential 
therapeutic target for autophagic dysfunction‐related AD and other disorders. Additionally, genetic 
deletion  of  the  endogenous  lysosomal‐associated  cysteine  protease  inhibitor,  cystatin  B,  has 
restored lysosomal clearance in autophagy‐deficient TgCRND8 mice overexpressing mutant human 
APP695  (Yang  et  al.,  2011). Moreover,  it has been  also  indicated  that  autophagosome‐lysosome 
fusion is crucial for lysosomal activation (Zhou et al., 2013).  
Future perspectives 




multiple  pathogenic  changes  during  the  disease  development,  including  the  deposition  of 










solanezumab  failed  to  slowdown  the  decline  in  memory  and  other  cognitive  measures.  With 





disease  (Callaway, 2012). The major  trial  focuses on a  large Colombian  cohort  that  shares a  rare 
genetic  mutation  PS1  E280A  predisposing  to  develop  Alzheimer’s  symptoms  around  age  45 
(Callaway, 2012). Although the cognitive benefits of these new trials have not been elucidated, the 
failures of  the previous  trials with Aβ passive  immunization  suggest  the  insufficiency of  targeting 
plaques or extracellular Aβ  in PS1 mutant cases. Therefore, AD might be prevented or effectively 
treated by a combination of therapies aiming to reduce the formation and removal of both amyloid 
plaques  and  neurofibrillary  tangles.  For  many  diseases,  the  upregulation  of  autophagy  is  a 
promising therapeutic target to remove the toxic aggregate or misfolded proteins (Hochfeld et al., 
2013). Therefore, combining knowledge of the potential mechanisms for the formation of amyloid 




































































































































Alzheimer’s  disease  (AD)  is  the  most  common  form  of  neurodegenerative  diseases,  which  is 
associated with extracellular deposits of the amyloid β‐peptide (Aβ) and  intraneuronal aggregates 
of hyperphosphorylated  tau protein  in  the brain. Aβ  is  generated by  cleavage of APP C‐terminal 
fragment β  (APP‐CTFβ) by  γ‐secretase. Thus, metabolism of APP‐CTF  is crucial  for amyloid plaque 
deposition. Although many  studies  have  been  focused  on  understanding  proteolytic  cleavage  of 
APP  and  amyloid  plaque  deposition,  less  is  known  about mechanisms  that  control  the  cellular 
metabolism of APP and its derivatives APP‐CTFs. Autophagy plays an important role in intracellular 
protein quality  control, especially of  long‐lived, misfolded  and  aggregated proteins  (Nixon et  al., 
2008).  Dysfunction  of  autophagy  is  implicated  in  the  pathogenesis  of  AD‐associated 
neurodegeneration (Kundu and Thompson, 2008).  
This  study  revealed  an  important  role  of  autophagy  in  APP‐CTF metabolism  by  using  different 
autophagic modulations,  such  as  nutrient  starvation medium,  lipid  accumulation,  and  lysosomal 
inhibition.  In  the  course  of  this  study,  the  function  of  trehalose, which  is well  recognized  as  a 





and  the  results were  controversial.  By  using  various  cell models  carrying  different  PS1  variants, 
ranging from human neurons derived from  induced pluripotent or embryonic stem cells to mouse 
embryonic  fibroblasts,  the  study  indicated  a  decreased  turn‐over  of  long‐lived  proteins  or 
autophagic capacity in FAD‐linked PS1 mutant cells. Particularly, PS1 mutants or genetic deficiency 
reduced  autophagic  initiation  via  decreased  phosphorylation  of  Bcl‐2,  which  regulates  the 
interaction  with  Beclin‐1,  and  thereby  decreased  autophagosome  formation.  Additionally,  PS1 
mutant cells also  revealed decreased autophagic  flux by  impairment of  lysosomal  function. Thus, 
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Con cảm ơn bố mẹ và các em vì những ưu ái và ủng hộ dành cho con. Bố mẹ hãy xem đây như là 
việc con đã hoàn thành một mục tiêu, kế hoạch của mình. Mặc dù lấy bằng tiến sỹ không đảm bảo 
cho sự thành công trong cuộc sống, nhưng con nghĩ là con đã lựa chọn cái phù hợp nhất, cái con 
muốn theo đuổi nhất tại thời điểm 5 năm trước. Quan trọng hơn cả, con cảm thấy mình may mắn, 
hạnh phúc vì được đi đến nhiều nơi mà con muốn, được trải nghiệm cuộc sống và tiếp xúc với nhiều 
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những thiệt thòi và khó khăn khi không có anh bên cạnh để chăm sóc em và con. Sự hy sinh và cố 
gắng của em là động lực lớn để anh cố gắng hoàn thành tốt nhất nghiên cứu của mình. Cảm ơn con 
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• Molecular biology  techniques: ELISA, RT‐PCR,  IHC,  ICC,  fluorescence microscope, Western 
blot, Cloning, Gene transfection, exosome preparation, electron microscope… 
• Cell  cultures:  human  pluripotent  stem  cells  ‐  derived  neurons,  rat  primary  cortical  and 
hippocampal neurons, glia, neuroglioma, macrophages, fibroblasts, epithelial cells...  
• Extraction  of  herbal  compounds,  silica  gel  column  chromatography,  thin  layer 
chromatography… 
• IT skills: Word, Excel, PowerPoint, GraphPad Prism, Photoshop… 
• Teamwork, communication, organization, project management… 
 
 
 
 
